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Introduction 
La température corporelle est une variable physiologique importante dans le règne animal. 
Elle conditionne notamment la vitesse des réactions métaboliques des organismes. Chez les 
mammifères et les oiseaux, son maintien à une valeur constante, propre à chaque espèce, est 
indispensable au bon fonctionnement de l'organisme. Ces animaux sont alors définis comme 
homéothermes, se différenciant des êtres hétérothermes, comme les reptiles, dont la 
température corporelle dépend très directement de la température extérieure.  
Un animal peut être considéré comme un système thermodynamiquement ouvert. La 
température centrale résulte en effet de la balance entre la chaleur produite par l'organisme et 
la chaleur perdue vers l'extérieur. Chez les homéothermes, la température corporelle est 
régulée par différents processus, orchestrés par l'hypothalamus.
59
 
Lors d'une anesthésie générale, cet équilibre est rompu, les mécanismes de la 
thermorégulation sont déréglés. L'animal devient alors poïkilotherme, c'est-à-dire que sa 
température corporelle est fonction de son environnement. Une hypothermie se met alors en 
place. En fait, ce phénomène est courant et quasi systématique, que soit en médecine humaine 
ou vétérinaire. Il est connu depuis longtemps puisque c'est en 1880 que Von Kappeler l'a mis 
en évidence pour la première fois.
59
 
L'hypothermie péri-opératoire n'est pas sans conséquences morbides. Les fonctions 
cardiovasculaires, respiratoires, neurologiques, métaboliques et immunologiques sont 
généralement affectées. Il est donc essentiel, dans le cadre d'une réanimation adaptée, de la 
traiter voire la prévenir. De nombreuses stratégies sont décrites en médecine humaine et 
vétérinaire, dont l'emploi de bouillottes et matelas chauffant, populaires chez le praticien 
depuis plusieurs années.
38
 L'intérêt de l'emploi d'un réchauffeur de perfusion est une 
préoccupation plus récente dont la pertinence reste peu connue en médecine vétérinaire. En 
effet, bien que ce dispositif soit souvent cité dans la littérature comme méthode de prévention 
de l'hypothermie péri-opératoire, les études démontrant sa pertinence sont parcellaires et 
récentes en humaine, et inexistantes en médecine vétérinaire.  
L'objet de l'étude décrite dans ce manuscrit est de donner des éléments de réponse clinique sur 
l'utilisation d'un réchauffeur de perfusion pour la prévention de l'hypothermie péri-opératoire 
chez le chat. Parallèlement, cette étude abordera les conséquences morbides de l'hypothermie 
22 
 
sur l'hémostase primaire. Au préalable, une synthèse bibliographique permettra de faire l'état 
des connaissances sur l'hypothermie péri-opératoire en médecine vétérinaire et humaine.   
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I L'hypothermie : une complication fréquente de 
l'anesthésie générale 
Durant une anesthésie générale, les carnivores domestiques deviennent très fréquemment 
hypothermes. Cette observation s'explique par une baisse de production de chaleur associée à 
une augmentation des pertes de chaleur, dues à de nombreux facteurs.
10
 Cette première partie 
bibliographique vise à définir l'hypothermie en médecine vétérinaire et à s'attarder sur sa 
prévalence et son étiologie. 
 
I.1 Définition 
Chez les animaux homéothermes, l'hypothermie est définie comme un état dans lequel où la 
température centrale de l'organisme est en dessous des valeurs physiologiques de l'espèce. 
Tout phénomène provoquant des pertes de chaleur, une baisse de production de chaleur 
corporelle ou une perturbation des mécanismes de la thermorégulation peut y conduire.
50
 
La température centrale normale pour un chien varie de 37,5°C à 39,5°C, et de 37,8°C à 
39,5°C chez le chat. L'hypothermie se caractérise donc par une température inférieure à 
37,5°C chez le chien et inférieure à 37,8°C chez le chat.
50
 
L'hypothermie est dite primaire lorsqu'elle est la conséquence d'une exposition à un 
environnement froid associée à une production de chaleur corporelle normale. L'hypothermie 
est dite secondaire lorsqu'elle est due à une maladie, une lésion ou induite par des molécules 
iatrogènes entrainant des dérégulations dans la production de chaleur et plus généralement 
dans les mécanismes de la thermorégulation. L'hypothermie per-anesthésique est donc une 
hypothermie secondaire.
40
  
La sévérité de l'hypothermie peut être classée différemment selon qu'il s'agisse d'une 
hypothermie primaire ou secondaire. Ainsi pour la première, on définit l'hypothermie comme 
légère pour des températures comprises entre 32°C et 37°C, modérée entre 28°C et 32°C, 
sévère entre 20°C et 28°C et profonde pour des températures inférieures 20°C. Pour la 
seconde, l'hypothermie est qualifiée de légère entre 36,7°C et 37,7°C, de modérée entre 
35,5°C et 36,7°C, de sévère entre 33°C et 35,5°C, et critique pour des températures 
inférieures à 33°C.
40
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I.2 Une prévalence élevée 
L'hypothermie est, avec l'hypotension, la complication la plus fréquente de l'anesthésie 
générale.
37
 Torossian montre en 2008 que la prévalence est d'au moins 70% chez l'homme.
57
 
En médecine vétérinaire, aucune étude vraie indique une prévalence précise chez les 
carnivores domestiques, mais on sait qu'elle est grande et avoisinerait selon certains rapports 
cliniques, les 80%.
11
  
La prévalence chez le chat semble plus élevée que chez le chien si l'on compare divers articles. 
Une étude sur 1281 chiens anesthésiés montre que 53,2% des animaux sont hypothermes 
(température corporelle < 37,5°C).
45
 Pour le chat, aucune prévalence n'a été réellement établie. 
L'absence de données précises concernant la prévalence de l'hypothermie chez le chat 
s'explique par de nombreuses raisons : la prévalence de l'hypothermie n'est pas l'objet 
principal des études, le nombre d'animaux est pour la plupart du temps relativement faible et 
le seuil de température retenu pour qualifier un animal comme hypotherme est souvent 
différent d'un auteur à un autre. Néanmoins, lire en détail les résultats de différents articles 
vétérinaires donne une idée de cette valeur. On se rend compte alors que celle-ci est 
supérieure à 90% si l'on parle d'hypothermie stricte c'est-à-dire une température corporelle 
inférieure à 37,8°C.
3,44,59
 Cependant, si l'on s'intéresse seulement à l'hypothermie sévère 
(température corporelle < 35°C), la prévalence descend à 51,4% comme cela a été constaté 
dans une étude réalisée sur 138 chats par G.Hosgood en 2002.
24
 
 
I.3 Un phénomène inégal selon les individus 
Les individus ne sont pas égaux face au risque hypothermique per-anesthésique. L'âge, le 
poids et la taille, l'état de santé de l'animal, le sexe et le pelage sont autant de facteurs 
expliquant cette disparité. 
 
I.3.1 Influence de l'âge 
L'âge apparaît comme un facteur prédisposant à l'hypothermie per-anesthésique. Ainsi la 
sévérité de l'hypothermie est susceptible d'être plus importante chez les jeunes animaux que 
chez les adultes.
59
 En effet, les mécanismes de la thermorégulation sont relativement 
immatures chez les nouveaux nés. De plus, leur réserve musculaire en glycogène apparait 
faible et leur couche de graisse sous-cutanée s'avère plus mince que celle des adultes. Ce 
double constat légitime le fait que la production de chaleur soit réduite et que les déperditions 
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soient accrues. En outre les sujets pédiatriques présentent un rapport surface/poids élevé qui 
les prédispose davantage à l'hypothermie (cf I.3.2).
13,59
 En ce qui concerne les animaux 
gériatriques, il est souvent considéré que leurs mécanismes de thermorégulation soient altérés 
et représente donc une prédisposition à l'hypothermie per-anesthésique.
7
 
Néanmoins, certaines données scientifiques vétérinaires contredisent ces propos. Une étude 
visant à comparer les effets d'une stérilisation précoce chez le chien et le chat montre que 
l'intensité de l'hypothermie per-anesthésique est comparable entre des sujets âgés de moins de 
12 semaines et des sujets plus âgés. Ces résultats sont, cependant, à nuancer car dans cette 
étude, la durée de chirurgie était plus courte et il est bien établi qu'elle constitue un facteur 
causal de l'hypothermie (cf I.4).
25
 D'autre part, Hosgood montre que l'âge ne semble pas avoir 
d'influence significative sur l'hypothermie per-anesthésique du chat, alors qu'il y en aurait une 
chez l'homme et le chien les plus âgés.
24
 
 
I.3.2 Influence du poids et de la taille 
Le rapport surface/poids corporel constitue un facteur important de prédisposition à 
l'hypothermie. Comme le montre Waterman, plus un animal est petit, plus ce rapport est élevé 
et plus les pertes de chaleur sont intenses (figure 1). En effet, un animal de petit taille a une 
plus grande surface par rapport à son poids et se trouve prédisposé aux pertes caloriques vers 
l'environnement.
59
 De plus la production de chaleur est fonction de la masse corporelle. Ainsi 
une masse corporelle réduite est généralement associée à une moindre production de 
chaleur.
40
 Ainsi, les chats, qui sont classiquement des animaux de moins de 5-6 kg, sont plus 
aptes à développer une hypothermie durant une anesthésie générale.
7
 
Par ailleurs,le poids reflète aussi la masse grasse d'un animal. Plus un animal a un poids élevé 
(associé à une note d'état corporelle élevée), plus sa masse grasse notamment sous-cutanée, 
est importante. Or la graisse sous-cutanée constitue un isolant thermique efficace pour réduire 
les pertes caloriques. Les animaux ayant une masse grasse élevée apparaissent moins 
sensibles à l'hypothermie.
40
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Figure 1 : Moyenne de la baisse de température (°C) en fonction du poids (d'après WATERMAN)
59
 
 
I.3.3 Influence du statut ASA 
Le statut ASA (American Society of Anesthesiologists) est aussi à prendre en considération 
dans l'évaluation du risque d'hypothermie per-anesthésique. Ce risque sera d'autant plus grand 
que le statut ASA est élevé. Chez l'homme et le chien, ce constat renforce donc l'idée que les 
individus les plus âgés sont plus à risque de développer une hypothermie per-anesthésique, 
car l'âge et le statut ASA sont souvent des facteurs de risque confondus.
24
 En outre, il apparait 
que la température corporelle des animaux ayant un statut ASA élevé puisse, en situation 
anesthésique descendre plus bas que chez des animaux à faible risque anesthésique. Ce 
constat peut être notamment expliqué par la durée de chirurgie mais aussi par une moindre 
production calorique en situation de défaillance pré-existante des fonctions vitales notamment 
cardio-circulatoire (cf I.4).
45
 
 
I.3.4 Influence du sexe 
Très peu de données existent concernant l'influence du sexe sur la thermorégulation des 
animaux d'intérêt vétérinaire. Dans l'espèce humaine, il s'avère que des différences d'efficacité 
de la thermorégulation ont été mises en évidence mais restent minimes. Elles seraient en 
grande partie liées au dimorphisme sexuel, du rapport poids/surface et de la capacité 
métabolique de base. Une variation de la réponse au chaud et au froid durant le cycle 
menstruel a en outre été observée chez la femme ce qui suggère un rôle des hormones 
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sexuelles dans la thermorégulation..
29
 Ce dimorphisme semble moins net dans la plupart des 
races canines et félines. Néanmoins, lors des chirurgies de convenance, il est possible de 
retrouver ces inégalités liées au sexe. Ainsi, les femelles sont plus sujettes à développer une 
hypothermie per-anesthésique. Mais la raison principale évoquée réside non dans une 
différence métabolique mais dans une durée chirurgicale plus longue et un abord cavitaire 
favorisant les pertes de chaleurs lors de chirurgie de convenance chez les femelles.
25
 
 
I.3.5 Influence du pelage 
Ce paramètre a été peu étudié en médecine vétérinaire. Le pelage est un isolant naturel 
protégeant l'animal des pertes caloriques. L'horripilation permet par ailleurs une isolation 
supplémentaire en emprisonnant de l'air près de la peau. La tonte et l'imbibition du pelage par 
des solutions désinfectantes, lors de la préparation chirurgicale privent en partie l'animal de 
cet isolant et le prédispose donc à l'hypothermie per-anesthésique.
38
  
Par ailleurs, les nutritionnistes s'accordent à dire que les besoins énergétiques sont plus 
importants chez le chat sphinx en hiver à cause de son absence de pelage.
41
 Ce constat 
renforce l'idée que le pelage joue un rôle dans la prévention de l'hypothermie. 
 
I.4 Etiologie de l'hypothermie per-anesthésique 
Chez l'homme, l'hypothermie per-anesthésique se développe en trois phases distinctes. La 
première phase correspond à une chute de température de 1°C à 1,5°C survenant la première 
heure. Durant la deuxième phase, la température corporelle baisse lentement de façon linéaire 
durant les 2-3 heures suivantes. La dernière phase correspond à un plateau thermique durant 
lequel la température corporelle reste constante (figure 2). Chaque phase décrite possède sa 
propre explication physiopathologique.
47
 Les données qui suivent sont issues, pour la plupart, 
d'études réalisées chez l'homme mais peuvent a priori être appliquées aux carnivores 
domestiques. 
30 
 
 
Figure 2 : Evolution de l'hypothermie per-anesthésique en trois phases. La phase 1 est la phase de 
redistribution, la phase 2 est la phase linéaire et la phase 3 est la phase de plateau (d'après SESSLER)
47
 
 
Par ailleurs, le développement en 3 phases de l’hypothermie illustre l’importance majeure de 
la durée dans la sévérité de l'hypothermie : plus la durée se prolonge, plus la température 
corporelle baisse. La température corporelle per anesthésique est donc fonction du temps. 
 
I.4.1 Première phase : la phase de redistribution 
La baisse rapide initiale de la température corporelle durant la première heure d'anesthésie 
résulte majoritairement d'une redistribution calorique entre les tissus profonds, chauds, et les 
tissus périphériques, plus froids. La redistribution s'explique par une vasodilatation 
périphérique résultant elle-même de deux mécanismes :  
- l'anesthésie diminue le seuil thermique de vasoconstriction c'est-à-dire qu'il faut 
une température plus basse pour provoquer une vasoconstriction réflexe 
- les agents anesthésiques sont classiquement à l’origine d’une vasodilatation 
périphérique.
47
 
 
I.4.1.1 Perte du gradient entre la température centrale et périphérique 
Chez les sujets non anesthésiés, la température du cerveau et du tronc est plus élevée que celle 
des tissus périphériques. Cette différence est de 2 à 4°C. Ce gradient de température est 
permis grâce à une fermeture des shunts artério-veineux, dont le volume sanguin est supérieur 
aux capillaires.
47
 Chez l'homme et les animaux, ces shunts sont beaucoup plus nombreux au 
niveau des extrémités des membres qu'au niveau de la tête et du tronc. Lors d'hypothermie 
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chez le sujet non anesthésié, une vasoconstriction de ces shunts, permet de conserver une 
température centrale plus élevée qu’à la périphérie (figure 3).9 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Or chez un sujet anesthésié, la vasodilatation de ces shunts induite notamment par les agents 
anesthésiques, effondre les mécanismes responsables de ce gradient. Une redistribution de la 
chaleur centrale vers les tissus périphériques est alors généralement observée. La température 
centrale baisse alors que la température périphérique augmente : le gradient entre les deux 
compartiments s'estompe. Ce phénomène participe à 81% à la baisse de température 
corporelle observée durant la première phase.
36
 Dans cette phase, les pertes caloriques vers 
l'environnement existent mais apparaissent comme faiblement impliquées. De même la baisse 
de production calorique induite par les agents anesthésiques semble d’une importance 
mineure lors de cette première phase. Leur implication semblent par contre majeur lors de la 
deuxième phase (cf I.4.2).
48
 Comme évoqué plus haut, la sévérité de la baisse initiale de la 
température des tissus périphériques dépend largement de l'environnement et de l'état corporel 
de l’animal.47 
 
I.4.1.2 Actions des agents anesthésiques 
Comme cela a été rappelé précédemment, en induisant une vasodilatation périphérique les 
agents anesthésiques sont à l'origine d’une redistribution calorique. Leur premier mode 
d'action est l'inhibition du centre de la thermorégulation.
48
 Plus précisément, ils baissent le 
seuil thermique de vasoconstriction. Des études sur le propofol et l'isoflurane montrent que 
plus la dose administrée est élevée, plus la température corporelle déclenchant une 
Figure 3 : Rôle des shunts artério-veineux de la microcirculation de la peau dans la thermorégulation : 
lorsque les shunts sont en vasoconstriction il y a peu de transfert de chaleur du sang vers l'extérieur 
permettant d'avoir un gradient de température entre la peau et le corps. Au contraire, en vasodilatation on 
observe un flux de chaleur important (schéma à partir de www.lamedecinedusport.com) 
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vasoconstriction périphérique devient faible (figure 4).
35,61
 En outre, les agents anesthésiques 
agissent sur les ganglions sympathiques et sur les fibres lisses vasculaires et provoquent 
directement une vasodilatation périphérique.
48
 
 
Figure 4 : Variation de la température seuil déclenchant la vasoconstriction et le frissonnement en fonction 
de la fraction inspirée en isoflurane ou de la dose de propofol administrée (d'après XIONG et al, 
MATSUKAWA et al)
35,61
 
 
Cette double action vasomotrice existe pour de nombreuses molécules de la narcose 
notamment l'isoflurane, le propofol ou les barbituriques tel le pentobarbital.
31
 De même, les 
pré-anesthésiques en particulier l'acépromazine prédispose à une hypothermie per-
anesthésique notamment par ses effets vasodilatateurs et poikilothermisants.
59
 En revanche, 
une étude comparative entre le propofol et la kétamine montre que cette dernière permet de 
maintenir une vasoconstriction des shunts artério-veineux lors de son utilisation en tant 
qu'agent anesthésique. Une induction à la kétamine maintiendrait donc la température 
corporelle à des valeurs plus élevées qu'elle ne le serait après induction au propofol.
27
 
 
I.4.2 Deuxième phase : la phase linéaire 
Durant la deuxième et troisième heure, la redistribution calorique ne semble participer qu'à 
environ 43% de l'hypothermie per-anesthésique constatée.
36
 Cette phase de décroissance 
linéaire résulte plus directement de l’excédent de pertes caloriques par rapport à la production 
de chaleur. De l’ordre de 15 à 40% cet excédent de pertes caloriques repose sur quatre 
mécanismes: la radiation, la conduction, la convection et l'évaporation.
47
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I.4.2.1 Une production de chaleur interne diminuée… 
La production de chaleur, est essentiellement liée à la thermogénèse dite de frissons, au 
métabolisme basal et dans certaines espèces (disposant d’un tissu adipeux brun fonctionnel) à 
la thermogénèse sans frissons. 
59
 
 
I.4.2.1.1 Inhibition du reflexe de frissonnement 
Comme évoqué dans le paragraphe I.4.1, les agents anesthésiques inhibent le centre de la 
thermorégulation. La première conséquence est la baisse du seuil de vasoconstriction. Mais 
une deuxième conséquence a été identifiée : les agents anesthésiques diminuent le seuil de 
frissonnement. Comme le montre les études sur l'isoflurane et le propofol, plus la dose 
administrée est élevée, plus la température corporelle doit être basse pour activer le réflexe de 
frissonnement (figure 3).
35,61
 
I.4.2.1.2 Inhibition de la thermogénèse basale et sans frisson 
La production de chaleur est aussi liée à la mise en action des muscles lisses et du 
métabolisme de base. L'immobilité et la réduction du métabolisme basal durant une anesthésie 
réduisent directement cette thermogénèse. De plus, les animaux sont la plupart du temps mis à 
jeun avant une anesthésie. Cette précaution permettant de réduire les risque de régurgitation 
est en outre à l’origine d’une réduction de la thermogénèse obligatoire et facultative liées à la 
digestion et à la mobilité intestinale. Enfin, l'immobilité per-anesthésique empêche les 
réponses adaptives comportementales au froid (se mettre en boule par exemple), accentuant 
de fait le phénomène d'hypothermie.
38
  
Par ailleurs, le métabolisme de base est perturbé par les agents anesthésiques. Une étude faite 
sur des hamsters et rats anesthésiés à l'halothane montre une baisse de ce métabolisme 
notamment par une baisse de l'oxydation des lipides dans la graisse brune. Chez l'homme, la 
diminution du métabolisme basal joue un plus grand rôle dans l'hypothermie per-anesthésique 
chez l'enfant plus que chez l'adulte.
15
  
 
I.4.2.2 … et des pertes caloriques augmentées 
Les déperditions caloriques se font essentiellement par la peau et/ou les ouvertures cavitaires 
selon quatre mécanismes de transfert calorique : la radiation, la conduction, la convection et 
34 
 
l'évaporation. C'est durant cette deuxième phase de l’hypothermie que les facteurs 
prédisposant aux pertes de chaleur interviennent majoritairement.
47
 
I.4.2.2.1 La radiation 
La radiation est le mécanisme de perte calorique le plus important. Il correspondrait à environ 
60% des pertes caloriques observées lors d'une anesthésie générale.
32
 La radiation correspond 
à un transfert de chaleur d'une surface à une autre par émissions de photons.
47
 Il y a un 
échange calorique entre le corps et les objets de l'environnement qui ne sont pas en contact 
avec la peau. La radiation ne dépend aucunement de la température de la pièce.
40
 La 
vasodilatation périphérique tend à accentuer ce phénomène.
59
 
I.4.2.2.2 La conduction et la convection 
La conduction correspond au transfert de chaleur entre le corps et des objets plus froids  
directement en contact. La convection est le transfert de chaleur du corps vers l'air 
environnant.
40
 Cet air est alors réchauffé puis remplacé par de l'air plus froid, réchauffé à son 
tour etc.
38
 La convection est la deuxième cause de perte de chaleur durant une anesthésie 
générale. Ces mécanismes de transfert de chaleur sont proportionnels à la différence de 
température entre les deux surfaces en contact.
47
 En outre, il a été montré en humaine qu'un 
patient anesthésié est plus susceptible de développer une hypothermie per-anesthésique dans 
un environnement froid (air environnant froid ou table d'opération froide).
18
  
De même, l'administration par voie intraveineuse de solutés froids peut être considérée 
comme un moyen de déperdition calorique par conduction. Chez l'homme, un litre de solution 
cristalloïde à température ambiante administrée par voie veineuse fait baisser la température 
corporelle de 0,25°C.
60
 En effet, il existe alors un transfert calorique du sang vers le soluté 
administré.
47
 
I.4.2.2.3 L'évaporation 
Pour s'évaporer, un liquide requiert de l'énergie. Ainsi un liquide en contact avec le corps va 
absorber l'énergie provenant de ce dernier et s'évaporer, provoquant une perte calorique 
proportionnelle.
38
 L'évaporation contribue cependant à moins de 10% des pertes de chaleur 
durant une anesthésie générale.
23
 
Plusieurs facteurs liés à la chirurgie et à l'anesthésie favorisent ce phénomène d'évaporation. 
Un des premiers est lié à la préparation chirurgicale de la peau. L'application de liquide 
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aseptique sur la peau, afin de respecter les règles d'asepsie, favorise les pertes caloriques par 
évaporation. De plus, il est fréquent d’utiliser des dérivés alcooliques qui, contrairement aux 
dérivés hydriques sont associés à des pertes caloriques plus importantes. Ce constat  
s'explique par le fait que l'éthanol possède une température de vaporisation plus basse que 
celle de l'eau.
49
 Un autre facteur lié à la chirurgie et responsable de déperditions caloriques est 
la voie d’abord et la largeur de l'incision. Ainsi, il a été montré chez le lapin qu'une exposition 
importante des intestins, humides, favorise le phénomène d'évaporation et donc les 
déperditions caloriques.
46
 
Les voies respiratoires sont un lieu où le phénomène d'évaporation est particulièrement 
présent. La thermolyse physiologique, par voie respiratoire est notamment dominante chez le 
chien.
38
 Durant une anesthésie générale, la délivrance de gaz sec chez un animal intubé 
favorise donc l'évaporation et la thermolyse.
23
 De plus, chez un animal intubé le gaz froid est 
directement envoyé dans les poumons et ne passe pas par les cavités nasales, où l'air est 
habituellement humidifié et réchauffé.
40
 La ventilation en pression positive d’un animal 
anesthésié apparait comme un facteur potentiel d’aggravation de l’hypothermie péri-
opératoire. 
Enfin, un environnement sec favorisera davantage le phénomène d'évaporation qu'un 
environnement humide.
38
  
 
I.4.2.3 Troisième phase : la phase de plateau 
La dernière phase survient après 2 à 4 heures d'anesthésie. La température centrale est alors 
constante. Le plateau est qualifié de passif, il résulte d'un équilibre entre les pertes caloriques 
et les productions métaboliques. Le plateau passif est plus fréquemment observé lorsque les 
patients anesthésiés sont isolés thermiquement. Ainsi, en pratique vétérinaire courante, il est 
peu fréquent d’observer cette phase de plateau en raison de la fréquente superposition  des 
facteurs prédisposant à l'hypothermie. Cette phase de plateau peut aussi être qualifiée d'active 
lorsque la température centrale apparait suffisamment basse pour déclencher les réflexes de 
vasoconstriction et de frissonnement, malgré l’abaissement de leur seuil induit par les agents 
de l’anesthésie.47 
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L'hypothermie apparait donc comme une complication fréquente des anesthésies générales 
vétérinaires. Cette incidence s'explique sans doute par la coexistence de nombreux facteurs 
prédisposant (récapitulés dans le tableau 1). Bien qu’elle soit si fréquente, l'hypothermie peut 
néanmoins être à l’origine de conséquences morbides parfois sévère, si elle n'est pas prévenue 
et/ou corrigée. 
 
 Augmentation des pertes de 
chaleur 
Diminution des productions de 
chaleur 
Facteurs liés à l'animal 
- âge 
- rapport surface/poids 
- statut ASA 
- sexe 
- pelage 
- âge 
- rapport surface/poids 
- sexe 
Facteurs liés à l'environnement 
- environnement froid, sec 
- surface/table froide 
 
Facteurs liés à l'anesthésie 
- agents anesthésiques 
(vasodilatation périphérique) 
- inhalation de gaz froids 
- perfusion de fluides froids 
- agents anesthésiques (inhibition 
du reflexe de frissonnement, 
immobilité, inhibition du 
métabolisme) 
Facteurs liés à la chirurgie 
- préparation chirurgicale (lavage 
de la peau par des solutions 
antiseptiques froides) 
- larges ouvertures chirurgicales 
 
Tableau 1 : Facteurs prédisposant à l'hypothermie per-anesthésique (d'après ONCKEN et MURISON)
38,40
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II L'hypothermie : un phénomène aux conséquences 
morbides fréquentes  
Si dans certaines situations cliniques, l'hypothermie peut être thérapeutiquement recherchée 
car elle réduit le métabolisme cellulaire de divers organes (cœur, foie, cerveau, reins), elle 
peut aussi être la cause directe de morbidités parfois sévères.
40
 A l’exception de la situation de 
soins intensifs post-reprise d’activité spontanée après un arrêt cardiaque, l’hypothermie reste 
un effet indésirable majeur à l’origine d’une morbidité complexe, que le vétérinaire devra 
chercher à éviter.
40
 
 
II.1 Conséquences cardiovasculaires 
II.1.1 Effets généraux  
Une hypothermie légère à modérée provoque une augmentation du rythme cardiaque et de la 
pression artérielle moyenne. En effet, une baisse modérée de la température centrale stimule 
le système nerveux autonome à l’origine d’une libération accrue de catécholamines. A 
l’inverse, une hypothermie sévère provoque une bradycardie, une hypotension, une 
vasodilatation associée à une baisse du débit cardiaque. Ce constat clinique est expliqué en 
partie par une baisse de la sensibilité des récepteurs catécholaminergiques et une moindre 
efficacité baroréflexe combinée à une moindre libération de catécholamines.
2,40
 Lors 
d'hypothermie,  les récepteurs 1-adrénergiques lient moins bien la noradrénaline, indiquant 
l’existence d’une modification de conformation température-dépendante des récepteurs. Par 
ailleurs, lors d’hypothermie sévère le système nerveux autonome apparait inhibé alors qu’il 
est activé en situation d’une hypothermie modérée.40  
 
II.1.2 Effets sur la fonction cardiaque 
L'excitabilité myocardique atriale et ventriculaire est majorée lors d'hypothermie. 
L'augmentation de l'excitabilité ventriculaire favorise l'apparition de dysrythmie, de 
contractions ventriculaires prématurées et d'une tachycardie ventriculaire.
13
 L'arythmogénicité 
de l’hypothermie est en outre favorisée par l'altération de la microcirculation myocardique 
induite par l'hypothermie, elle-même.
2
 De plus, une fibrillation ventriculaire ne répondant pas 
à la défibrillation électrique est fréquemment observée lors de températures corporelles 
38 
 
inférieures à 28°C.
13
 Il est rapporté d'ailleurs que 50% des chiens dont la température centrale 
avoisine 23,5°C présenterait un tel disfonctionnement cardiaque.
2
 Pour des températures 
inférieures à 20°C, la contractilité cardiaque apparait en outre diminuée.
40
 
 
II.1.3 Effets sur l'électrocardiogramme 
L'hypothermie induit un ralentissement de la conduction électrique cardiaque, provoquant des 
modifications morphologiques de l'ECG. Un allongement des intervalles P-R et Q-T, ainsi 
qu'un élargissement de l'onde QRS sont fréquemment observés.
13,38
 Chez l'homme, 80% des 
patients hypothermiques présentent une onde particulière nommée onde d'Osborn ou onde J 
(figure 5). Il s’agit d’une onde positive adjacente suivant les complexes QRS. L'amplitude et 
la durée de cette onde sont généralement proportionnelles à la sévérité de l'hypothermie. 
Parfois rapportée chez des sujets normothermes, cette anomalie électrique n'est plus 
considérée comme pathognomonique d'une hypothermie. L'onde d'Osborn n’a été que 
rarement observée en médecine vétérinaire.
13,42
 
 
Figure 5 : Visualisation de l'onde d'Osborn sur un électrocardiogramme (d'après HURST)
26
 
 
II.2 Conséquences respiratoires 
L'hypothermie induit une dépression générale de la ventilation. Une étude faite sur six chiens 
anesthésiés à l'halothane et refroidis entre 36°C et 28°C montre une diminution de plusieurs 
paramètres traduisant l’efficacité de la fonction respiratoire. Ainsi, l'hypothermie provoque 
une diminution, corrélée à la température, de la ventilation minute, du volume courant et de la 
fréquence respiratoire. Une diminution du métabolisme cellulaire, la diminution de la 
concentration pulmonaire en CO2 et la moindre sensibilité des chémoréflexes notamment 
centraux expliquent la moindre stimulation de la respiration. Une augmentation du temps et 
Onde d'Osborn 
Onde R 
Onde P 
Onde T 
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de la proportion inspiratoire est également observée entre 31°C et 28°C.
19,40
 En outre, malgré 
la réduction de 50% de la consommation d’oxygène de l’organisme13, une hypoventilation 
alvéolaire, une augmentation de la viscosité sanguine et une déviation de la courbe de 
dissociation de l'hémoglobine vers la gauche majorent les risques d'hypoxie, d'œdème 
pulmonaire, de pneumonie et de détresse respiratoire aigue.
2,40
  
 
II.3 Conséquences métaboliques 
II.3.1 Equilibre acido-basique 
L’impact de l’hypothermie sur les équilibres acido-basiques restent encore mal établis. En 
effet, certains auteurs observent une augmentation du pH à raison de 0.015 à 0.02 unités/°C 
lorsque la température baisse parallèlement à une diminution de la PO2 et de la PCO2. Ce fait 
est dû notamment à une baisse du pKa ainsi qu'à une modification de la solubilité du CO2 
dans l'organisme lors d'une hypothermie.
56
 Cependant, d'autres études montrent qu'au 
contraire, une hypothermie modérée provoque une acidose respiratoire imputable à la 
dépression de la ventilation
13,19
 qui peut être combinée à une acidose métabolique par 
accumulation d'acide lactique. Cette dernière résulte d'une hypoperfusion tissulaire, d'une 
augmentation de l'activité musculaire due au frissonnement et d'une baisse du métabolisme 
hépatique.
13
 
 
II.3.2 Equilibre électrolytique 
Il est difficile de prédire l'évolution des concentrations des électrolytes en fonction de la 
température centrale. Cependant il semble qu'une légère hypothermie provoquerait une baisse 
de concentration sérique en potassium car celui-ci serait redistribué à l'intérieur des cellules. 
Mais si la température centrale continue de baisser, le phénomène s'inverse : la concentration 
sérique en potassium augmente tandis que celle en sodium diminue, probablement à cause 
d'une baisse d'activité enzymatique des pompes sodium-potassium ATP dépendantes. La 
concentration corporelle totale en sodium et potassium reste néanmoins inchangée.
13,40
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II.3.3 Effets sur les organes 
II.3.3.1 Le foie 
Le métabolisme hépatique apparait diminué au cours d’une hypothermie. Cela s'explique par 
une baisse des activités enzymatiques proportionnelle à la température. Les réactions de 
conjugaisons et de détoxification sont déprimées et à l’origine notamment d'une action 
prolongée des xénobiotiques en général et des agents anesthésiques en particulier. De même, 
l’hypothermie diminue les phénomènes de distribution et d’élimination de ces agents 
expliquant notamment les réveils prolongés observés chez les patients hypothermes. Chez 
l'homme une baisse de la température de 2°C a pour conséquence un réveil anesthésique 
prolongé de 40 minutes.
2
 
 
II.3.3.2 Les reins 
Une hypothermie légère à modérée peut être à l’origine d'une diurèse augmentée, appelée 
diurèse du froid ("cold diuresis"). Au-delà d’une moindre efficacité de l’ADH, cette diurèse 
s’explique aussi par la vasoconstriction périphérique provoquant une augmentation du débit 
sanguin rénal et l’augmentation du débit de filtration glomérulaire. Cette diurèse peut 
conduire à une sévère déshydratation.
50
 Une hypothermie sévère peut provoquer des 
dommages tubulaires voire une nécrose tubulaire aigue hypoxique à cause d'une baisse du 
débit sanguin au niveau du rein, d'une baisse du débit de filtration glomérulaire, expliquée par 
une baisse du débit cardiaque, et d'une augmentation de la viscosité sanguine.
2,13
 
 
II.3.3.3 Le pancréas 
Les fonctions exocrine et endocrine du pancréas sont déprimées avec l’hypothermie. La 
conséquence majeure est la baisse de production d'insuline. Ainsi, on peut observer une 
hyperglycémie pour une hypothermie légère à modérée, renforcée par un métabolisme 
diminué et par une augmentation de production des catécholamines et cortisol. Mais le 
phénomène s'inverse lors d’hypothermie sévère car dans ce cas, la production de glycogène 
est diminuée et la néoglucogenèse inhibée.
13,40
 
 
 41 
 
II.3.4 Effets de l'hypothermie la coagulation 
II.3.4.1 Au niveau de l'hémostase primaire 
L'hypothermie peut entraîner des troubles de l'hémostase primaire et secondaire. Une 
hypothermie légère provoque une libération de catécholamines à l’origine d’une diminution 
du temps d'agrégation plaquettaire. A l’inverse, une hypothermie sévère prolonge ce temps 
par réduction de l'activité enzymatique et moindre réactivité plaquettaire. De plus, une étude 
réalisée sur des babouins hypothermes montre une diminution du taux de thromboxane A2 
intraplaquettaire à l’origine d’une agrégation plaquettaire diminuée. D’autres mécanismes 
peuvent s'ajouter telle qu’une thrombocytopénie par une séquestration splénique et/ou 
hépatique ou par consommation suite à une CIVD. Une étude réalisée sur des porcs montre 
une diminution du nombre de plaquettes ainsi qu'une baisse de 25% de formation de 
thrombine lorsque ces animaux sont hypothermes. Cette baisse de formation de thrombine 
pourrait être une conséquence de l'inhibition de l'activation plaquettaire.
34
 Ainsi, lors 
d’hypothermie, il est possible d’observer des temps de saignement augmentés et une 
prédisposition aux accidents l'hémorragiques.
2
 
 
II.3.4.2 Au niveau de l'hémostase secondaire 
L'hémostase secondaire semble également influencée par l'hypothermie. Bien que chez 
l'homme, l'hypothermie provoque un allongement de TQ et TCA, l'étude sur des porcs citée 
précédemment
34
 ne met pas en évidence d’allongement de ces temps de coagulation. Il semble 
néanmoins qu’en médecine vétérinaire, l’influence de l’hypothermie sur l’hémostase 
secondaire soit à l’origine de résultats contradictoires. En effet, des études utilisant la 
thromboelastographie mettent en évidence un allongement du temps de formation du clou 
plaquettaire initial ainsi qu'une vitesse réduite de la coagulation. Une dysfonction plaquettaire 
en serait l’une des causes.34   
NB : Attention, il faut notifier au laboratoire de ne pas effectuer les tests à 37°C comme cela 
est fait habituellement car sinon les résultats seraient faussés.
13
 
 
II.4 Conséquences neurologiques 
L'hypothermie est souvent considérée comme bénéfique pour le cerveau car elle diminue son 
métabolisme cellulaire. Or des recherches réalisées sur des chats et des singes montrent 
42 
 
l’existence d‘effets délétères d'une hypothermie prolongée. Ainsi, ces dernières montrent 
qu'une hypothermie (29°C) diminue immédiatement de 40% l'irrigation sanguine du cerveau 
puis de 30% après 16h d'hypothermie par rapport au groupe témoin.
54
 D'autres études menées 
notamment sur des rats confirment ces résultats, et précisent que cette irrigation diminue de 6 
à 7% lorsque le température corporelle perd un degré. De plus, l'autorégulation cérébrale 
apparait également perturbée.
40
 Il en résulte une dépression sévère du système nerveux central 
à l’origine d’une altération de l’état mental pouvant aller jusqu'au coma. Par ailleurs, les 
agents anesthésiques apparaissent moins bien redistribués et l’hypothermie s’accompagne 
d’une prolongation de leurs effets et d’un réveil prolongé.2,40 
 
II.5 Conséquences immunologiques 
L'hypothermie présente aussi des effets délétères sur le système immunitaire, à l’origine d’une 
possible majoration de l’incidence des surinfections chirurgicales. L'hypoxie tissulaire réduit 
la formation de dérivés réactifs de l'oxygène et les capacités de phagoscytose des neutrophiles. 
Une altération du chimiotactisme, une leucopénie, en particulier les granulocytes, et une 
baisse de production des cytokines et anticorps ont été décrites lors d’hypothermie. La moelle 
osseuse libère en outre moins de leucocytes et la clairance bactérienne est alors diminuée.
2,4
 
Quelques études en médecine humaine ont montré une prévalence plus élevée de plaies 
chirurgicales infectées chez des patients hypothermiques par rapport aux patients 
normothermes. Une étude rétrospective en médecine vétérinaire n'a en revanche pas mis en 
évidence une telle différence significative.
4
 
 
II.6 Conséquences post-anesthésiques 
II.6.1 Réveil prolongé 
Une étude australienne sur 69 chiens a démontré qu'un réveil prolongé était corrélé à une 
température corporelle basse. Au-delà des effets décrits précédemment, l'hypothermie 
diminue la dose requise en agent de la narcose. De plus, avec la chute de température 
corporelle, la solubilité des agents volatils augmente ce qui ralentit d’autant leur élimination 
(cf II.3.3.1.).
43
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II.6.2 Inconfort au réveil 
Comme évoqué plus haut, l'hypothermie peut être à l’origine d’une morbidité propre. 
Cependant, il importe de souligner qu’elle peut aussi indirectement poser des problèmes 
pendant la phase du réveil. En effet, lors d’inconfort thermique, l'animal frissonne dans le but 
de favoriser un retour à la normothermie. Ces frissons thermogéniques sont consommateurs 
d’oxygène et de glucose favorisant pendant la phase critique du réveil les risques d’hypoxie et 
d’hypoglycémie. L'hypoxie tissulaire installée pendant l'anesthésie peut donc s'aggraver et 
avoir des conséquences morbides sévères.
59
 Une étude sur les conséquences de l'hypothermie 
et du réchauffement post-anesthésique sur des chiens confirment cette consommation 
importante d’oxygène au réveil et montre qu'une acidose métabolique sévère peut se mettre en 
place par hypoperfusion tissulaire.
53
 
 
II.6.3 Risque de brûlure 
Il faut aussi faire attention lorsqu'on utilise des bouillottes ou tapis chauffant. Ces systèmes 
calorigènes peuvent être responsables de brûlures graves. En médecine vétérinaire, les tapis 
électriques et radians sont à éviter car ils sont considérés comme étant à l’origine d’une 
incidence élevée de brûlures sévères.. La température de réchauffement ne devra pas  excéder 
40°C-41°C.
2
 
 
II.6.4 Complications liées au réchauffement 
Enfin, deux complications majeures sont à prendre en compte lors du réchauffement. Tout 
d'abord, il se peut que la température du corps continue à baisser malgré un réchauffement 
actif ou passif. On appelle ce phénomène "afterdrop". Il est dû à une vasodilatation 
périphérique causée par le réchauffement externe, provoquant ainsi une circulation du sang 
central chaud vers la périphérie tandis que le sang périphérique froid retourne vers le centre. 
L'autre complication est un choc hypovolémique. En effet, une vasodilatation périphérique se 
met en place lors du réchauffement périphérique, causant une hypotension parfois sévère. 
Cette dernière bouleverse un système circulatoire déjà compromis par l'hypothermie per-
anesthésique (cf II.1.1). La réanimation liquidienne ne devra pas être trop agressive au risque 
de provoquer une surcharge volémique à l’origine d’épanchement et surtout d’œdème 
pulmonaire.
40
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L'hypothermie per-anesthésique est une complication qui peut être grave. Plusieurs fonctions 
vitales de l'organisme peuvent être affectées. Les conséquences morbides de l’hypothermie 
sont résumées dans le tableau 2. La gestion de l'hypothermie apparait donc essentielle et 
repose sur la prévention ou à défaut sur le traitement de l'hypothermie par différentes 
méthodes de réchauffement. 
 Changements observés Causes 
Conséquences 
cardiovasculaires 
Légère/moyenne hypothermie 
Tachycardie, pression artérielle 
moyenne augmentée 
 
Sévère/hypothermie critique 
Bradycardie, pression artérielle 
moyenne diminuée, débit cardiaque 
diminuée, vasodilatation 
 
Perturbation de l'ECG, arythmies 
Légère/moyenne hypothermie 
Augmentation des catécholamines 
 
 
Sévère/hypothermie critique 
Diminution des catécholamines, diminution de 
réponse aux catécholamines, au potassium et des 
barorécepteurs 
 
Irritation myocardique induite par le froid, 
microcirculation myocardique altérée 
 
Conséquences 
respiratoires 
Fréquence respiratoire diminuée, 
ventilation minute et volume total 
diminués 
 
Hypoxie, œdème pulmonaire, 
détresse respiratoire aigue, pneumonie  
Métabolisme cellulaire diminué, concentration en 
dioxyde de carbone diminuée, stimulation de la 
respiration diminuée 
Déplacement de la courbe de dissociation de 
l'hémoglobine vers la droite, viscosité sanguine 
augmentée, ventilation alvéolaire diminuée 
 
Conséquences 
neurologiques 
Légère/sévère hypothermie 
Etat mental altéré 
 
 
Hypothermie critique 
Système nerveux central déprimé, 
coma 
Légère/sévère hypothermie 
Autorégulation cérébrale déréglée, débit sanguin 
cérébral diminué 
 
Hypothermie critique 
Autorégulation cérébrale déréglée, débit sanguin 
cérébral diminué 
 
Conséquences 
immunologiques 
Mauvaise cicatrisation des plaies, 
incidence des infection des plaies 
augmentée 
Diminution de la phagocytose et de la migration 
neutrophilique, granulocytopénie, réponse 
lymphocytaire altérée, diminution des cytokines 
 
Conséquences 
métaboliques 
Equilibre acido-basique 
Acidose respiratoire  
 
Acidose métabolique 
 
 
 
Equilibre électrolytique 
Hypothermie légère : concentration 
sérique en potassium diminuée 
 
Equilibre acido-basique 
Dépression respiratoire 
 
Augmentation de la production en acide lactique, 
hypoperfusion tissulaire, activité musculaire 
augmentée 
 
Equilibre électrolytique 
Redistribution intracellulaire, production 
augmentée des catécholamines 
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Hypothermie sévère : concentration 
sérique en potassium augmentée 
 
 
Glycémie 
Hypothermie légère : hyperglycémie 
 
Hypothermie modérée : 
hyperglycémie 
 
Hypothermie sévère : hypoglycémie 
 
 
Coagulation 
Hémostase primaire, hypothermie 
légère : agrégation plaquettaire 
augmentée  
 
Hémostase primaire, hypothermie 
sévère :  
*agrégation plaquettaire diminuée 
 
*thrombocytopénie 
 
 
TQ/TCA augmentés 
 
Organes 
Pancréas : fonctions exocrine et 
endocrine diminuées 
 
Foie : métabolisme diminué 
 
Reins :  
*augmentation de la diurèse 
 
*nécrose tubulaire aigue  
Déficience des pompes sodium-potassium ATP-
dépendantes, libération du potassium par les 
cellules abimées 
 
Glycémie 
Productions catécholamines /cortisol augmentées 
 
Métabolisme diminuée, concentration  d'insuline 
augmentée 
 
Epuisement des ressources en glucose, 
néoglucogenèse inhibée 
 
Coagulation 
 
Augmentation des catécholamines 
 
 
 
 
*Activité enzymatique diminuée, diminution en 
thromboxane A2 
*Séquestration splénique et hépatique, dilution, 
consommation 
 
 Activité enzymatique diminuée 
 
Organes 
Diminution du métabolisme 
 
 
Activité enzymatique diminuée 
 
 
*DFG augmenté, vasoconstriction, sensibilité à 
l'hormone antidiurétique diminuée 
*Débit sanguin rénal diminué, DFG diminué, 
viscosité sanguine, ischémie tubulaire  
 
Conséquences 
post-
anesthésiques 
Hypoxie tissulaire : ischémie 
cérébral, détresse respiratoire aigue 
 
Brûlures 
 
"Afterdrop", choc hypovolémique, 
œdème pulmonaire, œdème cérébral 
Augmentation de l'activité musculaire 
(tremblements) 
 
Matériel chaud et non isolé de la peau 
 
Vasodilatation périphérique due au 
réchauffement, fluidothérapie intensive 
Tableau 2 : Conséquences de l'hypothermie (d'après ONCKEN
40
) 
  
46 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 47 
 
III L'hypothermie : prévention et traitement pendant 
l'anesthésie générale 
L'hypothermie per-anesthésique n'est pas une fatalité. Plusieurs méthodes de prévention et de 
traitement sont à la disposition du vétérinaire praticien afin de l'éviter ou du moins de la 
limiter. En outre, il existe des méthodes de réchauffement passif qui consistent à contrôler 
notamment les facteurs ambiants, et des méthodes de réchauffement actif qui consistent à 
réchauffer l'animal de par l'extérieur ou l'intérieur. 
 
III.1 Le concept du réchauffement pré-anesthésique 
Comme vu dans le paragraphe I.4.1., la chute initiale de température résulte d’une 
redistribution de la chaleur corporelle centrale vers la périphérie. Ainsi, si l'on supprime le 
gradient initial de température en réchauffant la peau, cette redistribution de chaleur ne se fera 
plus, réduisant ainsi l'hypothermie per-anesthésique lors de sa deuxième et de sa troisième 
phase. Cette approche a été validée en médecine humaine, en réchauffant le patient 20 
minutes avant induction.
57
 
 
III.2 Les méthodes de réchauffement passif 
III.2.1 Contrôle des facteurs ambiants liés à l'environnement chirurgical 
La température de la pièce joue un rôle majeur dans l'hypothermie per-opératoire. Ainsi, il est 
possible d'augmenter la température de la salle d'opération. Cependant, il a été montré en 
médecine humaine que des températures supérieures à 26°C étaient nécessaires pour 
maintenir normotherme un adulte lors de chirurgie orthopédique. Il apparait qu’une telle 
température est inconfortable pour le chirurgien.
57
 De plus, certains systèmes de chauffage/ 
climatisation réduisent l'humidité de la pièce et favorise l’hypothermie par évaporation.38 
D'autre part, il semble pertinent de raisonner l'utilisation de solutions antiseptiques lors de la 
préparation chirurgicale de l'animal car ces dernières favorisent les pertes caloriques (cf 
I.4.2.2.3). De même, il convient de limiter la tonte à la stricte voie d’abord chirurgical afin de 
maintenir une isolation thermique naturelle de l’animal (cf  I.3.5).38 
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III.2.2 Méthode d'isolation 
Un autre moyen simple de limiter les pertes caloriques d'un animal anesthésié est de l'isoler de 
la table. Pour cela, il suffit de placer entre l'animal et la table une alèse en coton, une serviette 
ou du papier bulle. Il est aussi possible d’envelopper l'animal dans une couverture de survie 
afin de réduire les pertes par radiation. L’isolation de l’animal réduirait de 30% les pertes 
caloriques.
32,38
 Ainsi Haskins en 1981 a montré qu'en enveloppant des chats anesthésiés dans 
une serviette ou dans une couverture de survie, il était possible de réduire significativement la 
chute de la température corporelle lors de l'anesthésie.
21
 Clark-Price et al ont confirmé ces 
observations et montré qu'après 75 minutes d'anesthésie générale, l'isolation par une serviette 
en coton s'avère pertinente pour la réduction des pertes de chaleur per-anesthésiques.
11
  
 
III.3 Les méthodes de réchauffement actif 
III.3.1 Méthodes extracorporelles 
III.3.1.1 Bouillottes et assimilées  
Les bouillottes sont remplies d'eau chauffée au micro-onde le plus souvent ou à l'étuve. Il est 
également possible d’en fabriquer en remplissant des gants en latex avec de l'eau chaude. Les 
bouillottes sont bon marché et permettent à priori de limiter l'hypothermie per-anesthésique. 
Néanmoins elles ont le désavantage de provoquer des brûlures lors d’un contact direct 
prolongé avec la peau. Par ailleurs, la chaleur accumulée dans ce type de dispositif est 
rapidement perdue (5°C par heure) et s’avère d’une pertinence faible à nulle pour des 
animaux de grande taille. Après 2,5 heures, les bouillottes deviennent plus froides que 
l'animal et tendent à accentuer l'hypothermie per-anesthésique. En pratique, il faut donc 
envelopper les bouillottes et les remplacer régulièrement au cours de l’intervention 
chirurgicale. Il existe d'autres systèmes vendus comme des gels ou bien encore des bouteilles 
remplies de grains de blé, qui se réchauffent au micro-onde et semblent plus efficaces que les 
bouillottes classiques.
21,38
 Une étude récente menée chez des chiens de moins de 10 kg 
propose une utilisation pertinente des gels chauffants en association avec une couverture de 
survie. Utilisés conjointement avec les couvertures, les gels semblent plus efficaces pour 
maintenir la température corporelle que lorsqu'ils sont utilisés seuls.
58
 Enfin, du fait des 
shunts artério-veineux plus nombreux au niveau des extrémités (cf I.4.1.1.), il semble que ces 
gels soient plus efficaces s'ils sont appliqués sur les membres plutôt que sur le tronc.
10
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III.3.1.2 Matelas chauffants 
Les matelas chauffants (figure 6) sont depuis 
longtemps utilisés en médecine vétérinaire. Il existe 
plusieurs types de matelas : matelas avec résistance 
électrique et matelas avec circuit d'eau chaude. 
Certains matelas électriques s'enclenchent 
seulement si une pression par un corps y est 
exercée. Les matelas sont faciles d'utilisation, à 
usage multiple et ne gênent pas le chirurgien au 
cours de son intervention. Cependant leur capacité 
calorique reste limitée et le risque d'ulcères de 
contact, de brûlures ou d'électrocution ne sont pas à 
négliger surtout si les câbles d'alimentation sont mouillés (par les liquides physiologiques ou 
par les liquides de lavage).
38,57
 Plusieurs études réalisées en médecine vétérinaire montrent 
que l'utilisation de matelas chauffant permet de réduire efficacement (entre 1°C et 1,5°C) 
l'hypothermie péri-opératoire chez le chien et le chat en comparaison des méthodes passives 
d'isolation.
11,21
 Chemonges et al observent que les matelas chauffants sont plus efficaces que 
les bouillottes pour des temps de chirurgie d'une heure et plus.
10
  
 
III.3.1.3 Couvertures chauffantes 
III.3.1.3.1 Couvertures à circulation d'eau  
Ce type de couverture commence à se répandre 
en médecine vétérinaire. La couverture peut 
aussi bien être utilisée en tant que telle ou 
comme matelas chauffant (figure 7). Ce type de 
dispositif à une bonne capacité calorifique et les 
risques de brûlure associés semblent moindres. 
Néanmoins, ces dispositifs sont toutefois assez 
cher et fragile (faire attention aux aiguilles et 
lames de bistouri qui peuvent endommager la 
couverture).
38,57
 Haskins a montré qu'envelopper 
des chats avec ce type de couverture est la 
méthode la plus efficace pour maintenir la 
Figure 6 : Matelas chauffant électrique 
(www.manomedical.com) 
Figure 7 : Couverture chauffante à circulation 
d'eau utilisée ici à la fois comme matelas et 
couverture (www.drphilzeltzman.com) 
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normothermie durant une anesthésie par rapport aux matelas chauffants.
21
 De plus, comme 
pour les bouillottes, l'application des couvertures sur les membres plutôt que sur le tronc 
semble plus efficace dans la lutte contre l'hypothermie.
9
  
Une étude vétérinaire récente menée sur six chiens a été réalisée à l'université de Jérusalem 
afin de tester la pertinence d’une couverture chauffante contrôlée par ordinateur. Des capteurs 
de température sont intégrés à la couverture et permettent à l'ordinateur d'ajuster à chaque 
moment la température voulue par l'opérateur. Une sécurité existe afin d'éviter les brûlures. 
L'étude montre que ce système est très efficace et sûr pour la prévention de l'hypothermie 
péri-opératoire.
16
 
 
III.3.1.3.2 Couvertures à air pulsé 
Ces couvertures sont composées d'une 
pompe pulsant de l'air chauffé à l'intérieur 
d'une couverture jetable qui entoure le 
patient (figure 8). Ce dispositif est 
efficace pour réchauffer un animal. La 
température est réglable et il ne semble 
pas y avoir de risque de brûlure si 
l'appareil est utilisé dans les normes du 
constructeur. Ce dispositif reste 
néanmoins couteux et pas toujours 
utilisable si la couverture empêche le 
chirurgien d'accéder au site opératoire.
38,57
 Cette couverture chauffant agit en créant un 
microenvironnement dont la température se rapproche de celle des tissus de l'animal, et tend 
donc à annuler le gradient thermique peau-environnement.
33
 Des comparaisons entre les 
couvertures à air pulsé et d'autres méthodes de réchauffement ont été réalisées dans plusieurs 
revues vétérinaires. Les résultats sont parfois divergents quant à déterminer la méthode la plus 
efficace mais tous s'accordent pour témoigner de l’efficacité des couvertures à air pulsé pour 
prévenir l'hypothermie péri-opératoire..
11,30,33,55
 
 
III.3.1.4 Lampes infrarouges 
Les lampes infrarouges (figure 9) chauffent directement la surface et le corps de l'animal, et 
non pas l'environnement avoisinant. Plus la lampe est placée près du patient, plus elle est 
couverture jetable 
Figure 8 : Couverture à air pulsé 
(www.aasmedical.co.uk) 
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efficace mais le risque de brûlure est alors très augmenté. 
Néanmoins ces radians sont perçus comme inconfortable par les 
chirurgiens. Les radians thermiques sont donc une méthode 
efficace pour le maintien de la température corporelle en dehors 
d'une anesthésie.
21,57
 
 
III.3.2 Méthodes intracorporelles 
Les méthodes intracorporelles semblent un meilleur choix thérapeutique pour la correction 
d’une hypothermie existante. Elles permettent d'augmenter la température centrale avant la 
température périphérique. Elles limitent donc les risques de choc hypovolémique post-
réchauffage et semblent plus rapide pour la restauration de la normothermie.
8
 
 
III.3.2.1 Lavages abdominaux et thoraciques 
Cette approche consiste à réaliser des lavages abdominaux avec une solution saline stérile 
chauffée à 39°C et plus. Une étude sur des chiens montre qu'un lavage abdominal continu 
pendant 15 minutes à l'aide d'une solution à 43°C permet de prévenir efficacement  
l'hypothermie per-anesthésique.
39
 Une autre étude menée sur des chiens compare l'efficacité 
du lavage thoracique par rapport au lavage gastrique avec des solutions à 39°C administrées à 
un débit de 550 mL/min. La conclusion de cette étude est que le lavage thoracique est plus 
performant que le lavage gastrique
8
 
 
III.3.2.2 Humidificateur-réchauffeur des gaz inspirés 
Lors d'une anesthésie générale, le patient est intubé puis relié à un circuit réinhalatoire ou non 
réinhalatoire qui lui fournit un gaz anesthésique sec. Le principe de l'humidificateur-
réchauffeur de gaz est de fournir au patient un gaz chaud et humide afin de diminuer les pertes 
caloriques par évaporation respiratoire (cf I.4.2.2.3.). Il existe des humidificateurs-
réchauffeurs actifs qui utilisent un réservoir d'eau chauffée, dont la vapeur est ajoutée aux gaz 
inspirés. L'autre type de système, passif, est une petite unité placée sur la sonde trachéale qui 
utilise l'air expiré par le patient pour réchauffer et saturer en vapeur d'eau les gaz inspirés 
(figure 10).
23
 Ce type de matériel est facile d'utilisation, ne gène pas le chirurgien mais 
s’avère cher (pour le dispositif actif) à l’entretien. En outre les dispositifs actifs demandent un 
entretien particulier, et obligent l'animal à un effort respiratoire supplémentaire (augmentation 
de l'espace mort et de la résistance à l’écoulement des fluides).38 Conceptuellement 
Figure 9 : lampe infrarouge 
(www.stoeltingco.com) 
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intéressant, il apparait que plusieurs études vétérinaires montrent que ce type de système reste 
inefficace pour prévenir l'hypothermie per-anesthésique. Chez l’animal, les pertes calorique 
par évaporation représente moins de 10% des pertes totales per-anesthésique et l'apport 
calorique des humidificateurs-réchauffeurs reste minimes.
22,23,55
 
 
                         
Figure 10 : Humidificateur-réchauffeur de gaz inspiré chez un nourrisson et principe de fonctionnement 
(www.basicsofpediatricanesthesia.com, www.berktree.com) 
                             
III.3.2.3 Réchauffeur de perfusion 
Le principe est de limiter les pertes de chaleur induites par la perfusion d'un soluté à 
température ambiante en le réchauffant à une température proche de celle du patient. A des 
débits faibles à modérés comme ceux utilisés en médecine vétérinaire, deux types de 
réchauffeur de perfusion sont disponibles. Le premier type de matériel réchauffe le soluté par 
une gaine entourant la ligne de perfusion (cf annexe 1). Le deuxième type utilise  un boitier 
électrique chauffant dans lequel circule une partie de la ligne de perfusion (figure 11).
52
 En 
médecine humaine, Torossian affirme que cette méthode de réchauffement n’est pertinente 
que pour des débits supérieurs à 1L/h. Il affirme également qu'utilisé seul, le réchauffeur de 
perfusion ne permet pas de maintenir la normothermie d’un patient.57 En médecine humaine, 
plusieurs études accréditent ces affirmations.
28,51
  
machine 
gaz chaud, humide 
filtre captant  la 
vapeur d'eau du 
patient, celle-ci 
est alors 
restituée dans 
les gaz inspirés 
gaz froid, sec 
patient 
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Figure 11 : Réchauffeur de perfusion VetTemp® (www.manomedical.com) 
Pour autant, il existe des études qui démentent ces affirmations. Ainsi, une étude compare 
l'intérêt d'associer un réchauffeur de perfusion à d'autres méthodes dans la lutte de 
l'hypothermie chez des enfants de poids inférieurs à 10kg. Les enfants n'ayant qu'un matelas 
chauffant et un humidificateur-réchauffeur de gaz se retrouvaient à une température corporelle 
inférieure à celle d’enfants ayant en plus un réchauffeur de perfusion, alors que le débit de 
perfusion était de l'ordre de 8 à 9 mL/kg/h.
12
 Une autre étude montre qu’un réchauffeur utilisé 
seul est efficace après 60 minutes pour garder normotherme un patient adulte subissant une 
laparotomie (avec un débit de perfusion de l'ordre de 2,5L/h).
60
 Aucune étude vétérinaire n’a à 
ce jour démontré l'intérêt ou non de ces réchauffeurs de perfusion pour la prévention des 
hypothermies chez l'animal. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ligne de perfusion 
boitier chauffant 
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De nombreuses méthodes existent en médecine en humaine comme en médecine vétérinaire 
pour prévenir ou traiter l'hypothermie péri-opératoire. Le praticien n’est donc pas démuni face 
à ce problème fréquemment observé lors d'une anesthésie générale. Les avantages et 
inconvénients de chaque dispositif sont résumés dans le tableau 3. Néanmoins, il importe de 
souligner que l'association de plusieurs techniques semble être la meilleure solution pour 
lutter efficacement contre l'hypothermie.
20,55
 Les méthodes de réchauffement intracorporelles 
comptent parmi les plus efficaces car elles réalisent un apport calorique direct au patient. Les  
réchauffeurs de perfusion dont les études en médecine humaine sont récentes et prometteuses 
soulignent l’intérêt potentiel de ces dispositifs en médecine vétérinaire. L'absence de données 
strictement vétérinaires a donc motivé l'étude décrite dans la seconde partie de ce manuscrit.  
 Avantages  Inconvénients 
Méthodes de réchauffement passif 
- facile à mettre en place 
- peu coûteux 
- faible diminution des pertes de 
chaleur (environ 30%) 
- parfois contraignant pour le 
chirurgien (augmentation de la 
température de la pièce) 
Bouillottes et assimilés 
- peu contraignant 
- peu cher 
- fabrication maison possible 
- remplacement fréquent obligatoire  
- faible capacité de réchauffement 
- risque de brûlure 
Matelas chauffants 
- pas de gène pour le chirurgien 
- usage multiple 
- facile d'utilisation 
- risque d'ulcère 
- risque de brûlure  
- faible capacité de réchauffement 
Couvertures à eau chaude 
circulante 
- bonne capacité de 
réchauffement 
- peu de risque de brûlure 
- cher 
- fragile 
- peut gêner le chirurgien 
Couvertures à air pulsé 
- bonne capacité de 
réchauffement 
- pas de risque de brûlure 
- couvertures jetables coûteuses 
- peut gêner le chirurgien 
Lampes infrarouges 
- bonne capacité de 
réchauffement dépendant de la 
distance de la lampe par rapport 
au patient 
- risque de brûlure 
- encombrant 
Humidificateur/réchauffeur de gaz 
inspirés 
- facile d'utilisation 
- ne gène pas le chirurgien 
- cher pour les dispositifs actifs 
- très faible capacité de 
réchauffement 
Réchauffeur de perfusion 
- réchauffement directe à 
l'intérieur du corps 
- ne gène pas le chirurgien 
- cher 
- inefficace pour de bas débits 
- inutile utilisé seul 
Tableau 3 : Comparaison des différents dispositifs de lutte contre l'hypothermie péri-opératoire (d'après 
TOROSSIAN)
57
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B. Partie expérimentale 
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I Matériels et méthodes  
I.1 Animaux 
I.1.1 Population d'étude 
L'étude porte sur 34 chattes présentées en consultation de reproduction du CHUV de l'ENVT, 
pour subir une stérilisation chirurgicale par ovariectomie, considérée comme une chirurgie de 
convenance.  
Ces 34 chattes sont réparties de façon aléatoire en deux lots de 17 femelles chacun. 
 
I.1.2 Critères d'inclusion 
Toutes les chattes faisant parties de l'étude appartiennent à des clients du CHUV.  Les 
femelles retenues ont entre 4 mois et 4 ans. 
La consultation préopératoire au service de reproduction a permis de vérifier l’état de santé de 
ces animaux. En l'absence d'affection clinique détectable, les animaux ont été inclus dans 
l'étude. Cette consultation a en outre permis de vérifier le statut ASA I de ces animaux.  
Les chattes incluent ont subi une ovariectomie ou une ovario-hystérectomie sous anesthésie 
générale. 
 
I.1.3 Critères de non-inclusion 
Seront non-inclues les femelles : 
- en lactation 
- nourries dans les 8h avant l'intervention 
- ayant un historique d'hypersensibilité à l'un des produits administrés 
- ayant reçu un traitement (hors antiparasitaires) dans les 48h précédant l'intervention 
- agressives lors de la consultation préopératoire en consultation de reproduction. 
 
I.1.4 Critères d'exclusion 
Les races de chat nu comme les Sphynx sont exclues de l'étude. Ces races sont en effet 
connues pour être prédisposées à l'hypothermie. 
58 
 
Tout animal présentant ou suspect de présenter une affection, aigue ou chronique, favorisant 
un trouble de la thermorégulation est exclu (infection, inflammation, néoplasie, 
hyperthyroïdie, insuffisance rénale, état de choc, intoxication…). 
Les animaux dont la durée de l'anesthésie est supérieure à 2h30min sont également exclus à 
postériori. 
 
I.1.5 Constitution des différents lots 
Les 34 chattes sont réparties en deux groupes distincts de 17 femelles différant uniquement 
par la température de la solution perfusée en per-opératoire. Le premier groupe, correspondant 
au groupe témoin (groupe T), est composé d'animaux recevant une perfusion continue de 
soluté isotonique à température ambiante. Le deuxième groupe (groupe R), est composé de 
femelles recevant une perfusion continue de soluté isotonique maintenue à une température de 
43°C au moyen d’un réchauffeur de perfusion. L’attribution d’un animal à un groupe a été 
réalisée en conformité avec une table de randomisation. 
 
I.2 Protocole et suivi anesthésique 
I.2.1 Examen préanesthésique 
Les animaux sont reçus au bloc par les étudiants de 3A, 4A et 5A, en charge de l'anesthésie. 
Les propriétaires sont questionnés quant à savoir si le jeûne a bien été respecté, et sont 
informés du déroulement de l'anesthésie. L'âge, la race, le poids de l'animal sont notés sur la 
feuille individuelle de suivi anesthésique. 
Les étudiants réalisent un examen clinique général pré-anesthésique puis posent un cathéter 
veineux périphérique. Si la chatte est non coopérative à la pose du cathéter, une injection 
d'acépromazine (Calmivet® solution injectable, VETOQUINOL) par voie sous-cutanée 
additionnée ou non d’une dose de kétamine (Clorkétam1000®, VETOQUINOL) par voie 
intramusculaire est alors réalisée. La température corporelle est relevée grâce à un 
thermomètre rectal (Predictor®, OMEGA PHARMA). La fréquence cardiaque, la fréquence 
respiratoire ainsi que la température sont inscrites sur la feuille individuelle de suivi 
anesthésique. 
Les étudiants vétérinaires sont encadrés par les docteurs Géraldine Jourdan, Caroline Didier et 
Sandra Jacques du service d'anesthésie, ainsi que par Séverine Dumond, ASV spécialisée en 
anesthésie. 
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I.2.2 Protocole anesthésique 
Toutes les chattes inclues dans l'étude subissent une anesthésie générale suivant le même 
protocole : 
- prémédication à l'aide d'acépromazine (Calmivet® solution injectable, VETOQUINOL) 
injectée par voie intraveineuse à raison de 0,05mg/kg, ou par voie sous-cutanée si l'animal est 
non coopératif. 
- pour les chattes non coopératives après injection d'acépromazine, la prémédication sera 
complétée par une injection intramusculaire de kétamine (Clorkétam1000®, VETOQUINOL) 
à raison de 10mg/kg 
- 10 minutes après prémédication : injection intraveineuse de morphine à raison de 0,2mg/kg 
puis maintenance de l'analgésie à raison de 0,1mg/kg deux heures après ou avant si nécessaire 
- 11 minutes après prémédication : antibioprophylaxie par injection par voie intraveineuse 
d'amoxicilline (Clamoxyl 1g®, GLAXOSMITHKLINE) 
- 20 minutes après prémédication : induction à l'aide de propofol (PropoFlo®, ABBOTT) par 
voie intraveineuse avec une quantité titrée pour permettre d’intuber l'animal (4 à 8 mg/kg). 
- 21 à 26 minutes après prémédication (selon la difficulté d'intubation) : intubation à l'aide 
d'une sonde endotrachéale, reliée par la suite à un circuit de Bain à un débit d'oxygène de   
200mL/kg/min, avec un minimum de 1L/min; maintenance de la narcose par de l'isoflurane 
(IsoFlo®, ABBOTT), fraction inspirée d'isoflurane nécessaire et suffisante à l'obtention d'une 
profondeur de narcose stade III selon Guesdel. 
Les horaires ainsi que les doses des différentes injections sont notées sur la feuille 
individuelle de suivi. Les heures de début et fin de chirurgie, de fin d'anesthésie ainsi que 
l'heure d'extubation sont également collationnées. 
 
I.2.3 Plan de fluidothérapie 
I.2.3.1 Soluté et débit 
Les 34 chattes participant à l'étude reçoivent une perfusion intraveineuse continue de solution 
isotonique à un débit de 5mL/kg pendant toute la durée de l'anesthésie. Une solution 
cristalloïde de chlorure de sodium 0,9% (NaCl 0,9%, B.BRAUN) est utilisée. Le débit est 
contrôlé grâce à l'utilisation d'un pousse-seringue (Programm 2®, VIAL MEDICAL). 
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I.2.3.2 Température du soluté 
La différence entre les deux groupes d'animaux réside dans le fait que les perfusions ne sont 
pas réchauffées à la même température. Le groupe T reçoit une perfusion de soluté à 
température ambiante, tandis que le groupe R reçoit une perfusion de soluté réchauffée à 
l'aide d'un réchauffeur de perfusion (Astoflo plus eco®, STIHLER ELECTRONIC, cf annexe 
1), réglé à 43°C. La ligne de perfusion est insérée dans la gaine du réchauffeur préalablement 
mis sous tension 30 minutes minimum avant induction. Un robinet trois voies fait le lien entre 
la fin de la tubulure de perfusion emprisonnée dans la gaine chauffante et le cathéter. De ce 
fait, le robinet trois voies n'est pas directement réchauffé. Un isolant thermique à base de 
mousse polyéthylène entoure totalement le robinet trois voies afin de limiter les déperditions 
de chaleur à son niveau. 
Un contrôle ex-vivo a permis de déterminer la température de sortie du soluté après passage 
dans le réchauffeur de perfusion, à un débit de 15mL/h. Dix mesures de température réalisées 
à cinq minutes d'intervalle ont été collationnées dans trois situations : température de sortie du 
soluté à la fin du robinet trois voies isolé, température de sortie à la fin du robinet trois voies 
non isolé, température de sortie du soluté à la fin de la ligne de perfusion gainée sans robinet 
trois voies (cf figure 12). Les températures sont mesurées à l'aide d'un thermomètre infrarouge 
Raynger MX4® (RAYTEK). 
 
 
 
 
 
 
I.2.4 Monitoring 
I.2.4.1 Matériel utilisé 
Une fois l'animal intubé puis stabilisé, le matériel de monitoring est mis en place. Un 
stéthoscope œsophagien est utilisé afin de réaliser une surveillance clinique des fonctions 
cardiaques et respiratoires. Un électrocardiogramme est connecté à l'animal pour la 
Température de sortie 
(sans robinet) 
Température de sortie 
(avec robinet) 
Gaine chauffante 
Ligne de perfusion 
Direction du soluté 
Figure 12 : Lieux des différentes prises de température de sortie du soluté après passage dans le réchauffeur de 
perfusion  
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surveillance de l'activité électrique du cœur. Un oxymètre de pouls est fixé sur la langue de 
l'animal pour le suivi de la SpO2. Le temps de saignement est contrôlé par un test rapide 
Surgicutt® (ITC, figure 13) effectué au niveau de la muqueuse 
labiale inférieure : l'incision est faite perpendiculaire à la ligne 
gingivale, puis le sang est épongé avec une compresse sans être 
en contact avec le lieu de l'incision. La pression artérielle 
moyenne est mesurée grâce au dispositif PetMAP Graphic® 
(RAMSEY MEDICAL). Enfin, le suivi de la température 
corporelle se fait par l'utilisation d'un thermomètre œsophagien et 
d'un thermomètre rectal (Predictor®, OMEGA PHARMA), 
identique à celui utilisé lors de l'examen pré-anesthésique.  
 
I.2.4.2 Suivi de la température 
Une fois l'animal intubé et stabilisé, la température œsophagienne est notée sur la feuille 
individuelle de suivi anesthésique soit 5 minutes après l’intubation (correspondant à T0). Elle 
est ensuite relevée toutes les 15 minutes (temps notés T15, T30, T45, T60, etc…). La 
température œsophagienne à la fin de l'anesthésie, juste avant l’interruption de l’apport 
d’isoflurane (notée Tfin) et au moment de l'extubation (notée Text) sont également notées. 
La température rectale est relevée à T0 puis toutes les 30 minutes, de même qu’à Tfin et Text. 
La température de la pièce est contrôlée avant et après chaque intervention chirurgicale à 
l'aide de la sonde thermique servant de support à la mesure de température œsophagienne. La 
température d’ambiance est contrôlée par un climatiseur en position "on". 
Dans les deux groupes d’études, les animaux sont placés sur des coussins en tissu intercalés 
entre l'animal et la table d'opération.  
 
I.2.4.3 Suivi des autres paramètres 
La fréquence cardiaque, la fréquence respiratoire et la SpO2 sont notées à T0 puis toutes les 
15 minutes. La pression artérielle et le temps de saignement sont relevés à T0 puis toutes les 
30 minutes. Tous ces paramètres sont en outre relevés à Tfin et Text. 
Figure 13 : Dispositif 
Surgicutt® 
(www.vetlabsupplies.co.uk) 
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I.3 Déroulement de l'intervention 
I.3.1 Préparation 
L'intervention chirurgicale est réalisée par un binôme d'étudiants composé soit d'un 4A et un 
5A, soit deux 4A, soit un 3A et un 5A. 
L'animal, une fois intubé et stabilisé, est placé est en décubitus dorsal, tondu largement au 
niveau de l'abdomen puis désinfectée à 5 reprises, conformément aux règles d’asepsie, à l'aide 
d'un savon à base de chlorhexidine. 
 
I.3.2 Temps chirurgical 
Une laparotomie médiane est réalisée chez toutes les chattes. Une incision à la lame froide de 
3cm est effectuée par le chirurgien en dessous de l'ombilic puis le plan sous-cutané est 
disséqué à l'aide de ciseaux de Metzenbaum. La ligne blanche est visualisée, ponctionnée à 
l'aide du bistouri puis est incisée dans sa longueur avec une sonde cannelée et une lame de 
bistouri.  
Les ovaires sont recherchés dans la cavité abdominale à l'aide d'un crochet, puis une pince en 
cœur permet d'isoler l'ovaire. Le ligament large est ponctionné puis le pédicule ovarien puis 
est ligaturé grâce à un fil de suture tressé résorbable de type Vicryl®, décimale 3. La corne 
utérine est à son tour ligaturée par le même type de fil. Le pédicule ovarien et la corne utérine 
sont alors incisés à l'aide d'un bistouri, l'étanchéité des ligatures est contrôlée et les structures 
anatomiques sont replacées dans la cavité abdominale. 
Le plan musculaire est suturé par un surjet simple avec un fil de suture tressé résorbable de 
type Vicryl®, décimale 3. Puis une suture intradermique est effectuée avec un fil de suture 
tressé résorbable de type Vicryl®, décimale 2. Enfin un surjet simple avec un fil de suture 
tressé non résorbable de type Ethilon®, décimale 2 permet de suturer le plan cutané. 
 
I.4 Analyses statistiques 
Les données sont exprimées en moyenne plus ou moins l'écart-type puis comparées à l'aide 
d'un test de Student couplé à un test de Fisher, grâce au logiciel Excel® (MICROSOFT). Une 
valeur de p-value inférieure à 0,05 est considérée comme statistiquement significative. 
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II Résultats 
II.1 Données démographiques 
Les deux groupes d'animaux sont comparables quant à leur composition. On dénombre 16 
chattes de race européenne dans chaque groupe, une chatte de race persan dans le lot R et une 
chatte croisée persan dans le lot T. Dans chaque groupe, 13 chattes ont subi une ovariectomie, 
4 chattes une ovario-hystérectomie. Il n'y a pas de différence significative au point de vue de 
l'âge moyen des animaux (P=0,36) et du poids moyen (P=0,33). De même, les deux groupes 
sont comparables quant aux paramètres généraux de l'anesthésie (dose, temps d’extubation…). 
Dans le groupe T, 4 chattes ont reçu une dose de kétamine pendant la prémédication, ce 
chiffre s'élevant à 3 dans le groupe R. Il n’existe pas de différence significative entre les 
durées moyennes d'anesthésie (P=0,37), les doses moyennes de propofol titrée à l'induction 
(P=0,47), et les volumes totaux moyen de soluté perfusé (P=0,40). Par ailleurs, les moyennes 
de température de la pièce ne sont pas statistiquement différentes (P=0,18). Toutes ces 
données, exprimées en moyenne plus ou moins l'écart type, sont résumées dans le tableau 4. 
 Lot T Lot R 
Age (mois) 
Poids (kg) 
Durée de l'anesthésie (min) 
Dose de propofol nécessaire à l'induction (mg/kg) 
Temps d'extubation (min) 
Volume total de soluté perfusé (mL) 
Température de la pièce (°C) 
14 ± 9 
3 ± 0,6 
109 ± 22 
6,4 ± 1,3 
5,8 ± 3 
24,9 ± 5,7 
22,4 ± 1,1 
15 ± 11 
2,9 ± 0,7 
107 ± 24 
6,3 ± 2,1 
4,9 ± 2,2 
24,2 ± 9,7 
22 ± 1,5 
Tableau 4 : Données démographiques des deux lots, exprimées en moyenne ± écart-type 
 
II.2 Températures de sortie du soluté après passage dans le réchauffeur de 
perfusion 
La température de sortie du soluté directement après son passage dans la gaine chauffante est 
de 39,6 ± 1,1°C. La température du soluté à la sortie du robinet trois voies isolé est de 32,2 ± 
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0,6°C et de 31,6 ± 0,5°C si le robinet n'est pas isolé. Ces deux valeurs sont statistiquement 
différentes (P<0,05). Cette approche ex-vivo préliminaire montre qu’il existe une différence 
significative entre les températures de sortie mesurées directement après la gaine et après le 
robinet trois voies (P<0,05). 
 
II.3 Suivis des fonctions  cardio-vasculaire et respiratoire 
II.3.1 Fréquence cardiaque 
Il n’y a pas de différence significative de fréquence cardiaque mesurée avant et pendant les 60 
premières minutes ou à la fin de l'anesthésie (P>0,05) entre les deux groupes. Les données 
sont résumées dans le tableau 5 (moyenne ± écart-type). 
 
II.3.2 Fréquences respiratoires 
Comme pour la fréquence cardiaque, aucune différence significative n'a été observée entre les 
deux groupes concernant la fréquence respiratoire. Les données sont résumées dans le tableau 
5 (moyenne ± écart-type). 
 
II.3.3 Pression artérielle moyenne 
Les résultats montrent l’existence d’une différence significative entre les deux groupes 
concernant la pression artérielle moyenne à T0, T60, et Tfin. Seuls les résultats à T30 
demeurent non statistiquement différents (P=0,09). Les données sont résumées dans le tableau 
5 (moyenne ± écart-type). 
 Tpré T0 T15 T30 T45 T60 Tfin 
FC (bpm) 
             Lot T 
             Lot R 
 
191 ± 28 
189 ± 25 
 
126 ± 17 
131 ± 18 
 
117 ± 22 
111 ± 11 
 
133 ± 32 
122 ± 21 
 
130 ± 24 
132 ± 23 
 
128 ± 20 
139 ± 28 
 
126 ± 22 
137 ± 24 
FR (mpm) 
             Lot T 
             Lot R 
 
57 ± 23 
55 ± 19 
 
28 ± 17 
24 ± 16 
 
20 ± 9 
20 ± 10 
 
22 ± 12 
20 ± 12 
 
21 ± 10 
23 ± 12 
 
24 ± 12 
23 ± 11 
 
26 ± 14 
27 ± 11 
PAM (mmHg) 
             Lot T 
             Lot R 
 
  
60 ± 10* 
69 ± 17* 
 
 
77 ± 27 
67 ± 12 
 
 
73 ± 15* 
85 ± 23* 
 
73 ± 15* 
90 ± 21* 
Tableau 5 : Données sur les fonctions cardio-vasculaire et respiratoire avant, durant la première heure et à la 
fin de l'anesthésie (moyenne ± écart-type). * : p-value<0,05 
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II.4 Suivi des températures 
II.4.1 Température œsophagienne 
La température œsophagienne moyenne à T0 n’apparait pas significativement différente entre 
les deux groupes témoin et réchauffé (38,3 ± 0,6°C vs 38,4 ± 0,5°C ; P=0,34). La température 
diminue significativement de la même façon dans les deux groupes. La température moyenne 
est à T30 de 36,1 ± 0,8°C dans le groupe T contre 36 ± 0,8°C dans le groupe R (P=0,35), de 
35 ± 1°C contre 34,8 ± 1°C à T60, et de 34,1 ± 1,3°C contre 33,8 ± 1,5°C à Tfin (P=0,26). 
Ces résultats sont résumés dans la figure 14. 
La baisse moyenne de température dans le groupe T est de 4,2 ± 1°C, non significativement 
différente (P=0,16) dans le groupe R (4,6 ± 1,2°C). 
 
Figure 14: Suivi de la température œsophagienne pour chaque lot durant la première heure d'anesthésie  
 
II.4.2 Température rectale 
Les observations réalisées avec la température rectale sont identiques à celles de la 
température œsophagienne. Il n'y a pas de différence significative entre les deux groupes de 
l’étude. La moyenne de température à l'examen pré-anesthésique est de 38,9 ± 0,5°C pour le 
groupe T contre 38,9 ± 0,6°C pour le groupe R (P=0,41), de 38,3 ± 0,7°C contre 38,4 ± 0,4°C 
à T0 (P=0,24), de 36,4°C ± 0,7°C contre 36,2 ± 0,8°C à T30 (P=0,24), de 35,2 ± 1°C contre 
35 ± 1,4°C à T60 (P=0,25), de 34,4 ± 1,4°C contre 33,9 ± 1,6°C à Tfin (P=0,19) et de 34,3 ± 
1,2°C contre 33,9 ± 1,5°C à Text (P=0,17). Le tableau 6 résume ces données. 
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La baisse moyenne de température est similaire dans les deux groupes : 3,9 ± 1,1°C pour le 
groupe T contre 4,5 ± 1,3°C pour le groupe R (P=0,08). 
On assiste à une baisse moyenne de température comparable dans les deux lots : 3,9 ± 1,1°C 
pour le lot T contre 4,5 ± 1,3°C pour le lot R (P=0,08). 
 Tpré T0 T30 T60 Tfin Text 
Température (°C) 
                                 Lot T                      
                                 Lot R 
 
38,9 ± 0,5 
38,9 ± 0,6 
 
38,3 ± 0,7 
38,4 ± 0,4 
 
36,4 ± 0,7 
36,2 ± 0,8 
 
35,2 ± 1 
35 ± 1,4 
 
34,4 ± 1,4 
33,9 ± 1,6 
 
34,3 ± 1,2 
33,9 ± 1,5 
Tableau 6 : Suivi de la température rectale dans les deux lots (moyenne ± écart-type) 
 
II.5 Suivi des temps de saignement 
Les deux groupes sont comparables quant à leur temps de saignement que ce soit à T0, T30, 
T60 ou à Tfin (P>0.05). Ainsi à T0 le temps de saignement moyen est de 74 ± 27 secondes 
dans le groupe T contre 77 ± 15 secondes dans le groupe R (P=0,31). A Tfin, le temps est de 
83 ± 19 secondes contre 89 ± 22 secondes (P=0,19). Les données sont résumées dans le 
tableau 7. 
 T0 T30 T60 Tfin 
Temps de saignement (s) 
                                 Lot T                      
                                 Lot R 
 
73 ± 27 
77 ± 15 
 
85 ± 30 
92 ± 32 
 
83 ± 28 
83 ± 21 
 
83 ± 19 
89 ± 22 
Tableau 7 : Suivi des temps de saignement dans les deux lots (moyenne ± écart-type) 
 
Au sein des groupes, il n’y a pas de modification significative du temps de 
saignement entre le début et la fin de l’intervention. Néanmoins, le temps de 
saignement moyen calculé à T0 sur l'ensemble des deux groupes est de 75 ± 22 
secondes significativement plus court que celui mesuré en fin d'anesthésie (86 
± 20 secondes, P<0,05). 
 
Voir aussi l'annexe 2 pour le suivi détaillé de chaque animal. 
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III Discussion 
Cette étude clinique menée sur des chattes anesthésiées subissant une intervention 
chirurgicale de convenance articulée autour d’une laparotomie abdominale montre que 
l’utilisation d’un réchauffeur de perfusion ne permet pas de prévenir efficacement l’apparition 
d’une hypothermie per-anesthésique. Face à ce constat, différents aspects de notre étude 
méritent néanmoins d’être discutés.  
 
III.1 Choix de la population 
Cette étude a été réalisée sur des chattes subissant une ovariectomie ou ovario-hystérectomie. 
La raison de ce choix repose sur le fait que cette intervention est courante à l'ENVT et 
représente une part importante de l’activité chirurgicale en pratique vétérinaire courante. En 
outre, la fréquence de cette intervention a permis de constituer des groupes d'étude assez large. 
Cette intervention de convenance est de surcroit indiquée chez des individus ASA 1 et ce 
choix méthodologique a été renforcé par le fait que le statut ASA influence l’incidence et/ou 
la sévérité de l'hypothermie.
24
 Par ailleurs, en école ce type d'intervention nécessite une durée 
d'anesthésie d’au moins une heure laissant ainsi la possibilité de réaliser une cinétique 
d’évolution de la température corporelle sachant que la durée d’anesthésie est un facteur 
majeur pour le développement d’une hypothermie péri-opératoire.47 Enfin, l'espèce féline 
présente l'avantage d'avoir une plus faible variabilité interindividuelle (poids, taille) par 
rapport à l'espèce canine dont la variété de races et de format apparait plus large et aurait pu 
constituer un biais dans l'étude.
40
 
 
III.2 Choix du protocole anesthésique 
Habituellement, le protocole mis en place à l'ENVT pour ce type d'intervention est une 
prémédication à l'acépromazine, une analgésie à la morphine, une induction au thiopental et 
une maintenance à l'isoflurane. Cependant, lorsque les chats sont non coopératifs au moment 
de la pose du cathéter, une injection IM de kétamine est réalisée puis l'induction est faite au 
propofol ou à l'alfaxalone. L'enjeu était donc d’établir un protocole identique pour les 
animaux coopératifs ou non. Le propofol a ainsi été préféré comme agent d'induction, 
d’autant que ses effets pharmacologiques notamment de vasodilatation sont dose-dépendants 
et bien connu chez le chat. 
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III.3 Choix du réchauffeur de perfusion 
Un réchauffeur de perfusion dont le fonctionnement consiste à chauffer la ligne de perfusion a 
été préféré aux autres dispositifs disponibles sur le marché médical. En effet, ce type de 
réchauffeur permet de chauffer le soluté jusqu'au patient et évite donc une déperdition de 
chaleur du liquide entre la fin du réchauffeur et le cathéter, particulièrement vrai pour de 
faibles débits.
6
 Cependant pour des raisons de sécurité, un robinet trois voies a été intercalé 
entre la gaine chauffante et le cathéter puis isolé, afin de pouvoir réaliser des injections 
intraveineuses en urgence si besoin. Or à un débit de 15 mL/h, correspondant à un débit de  
5 mL/kg/h pour un chat de 3 kg, le soluté stagne pendant environ une minute dans le robinet 
trois voies avant d'atteindre le cathéter (un robinet trois voies contient environ 0,23 mL de 
liquide). Cette observation explique que le soluté sorte entre 32 et 33°C plutôt qu'à 43°C. 
Faries et al. ont montré qu'à de très faibles débits, la température du soluté baisse très 
rapidement (quasiment 7°C sur 5 cm de tubulure à un débit de 20 mL/h).
17
 Ces constats 
légitiment les choix d’avoir programmé à 43°C (température maximale permise) le 
réchauffeur de perfusion et l'utilisation de mousse isolante sur le robinet trois voies. 
 
III.4 Autour de l'hypothermie per-anesthésique chez le chat 
Les deux groupes apparaissent comparables en terme d’âge, de poids, de durée d'anesthésie, 
de dose de propofol nécessaire à l'induction, de volume total de soluté perfusé, et de 
température ambiante.  La randomisation a donc bien permis de constituer des groupes qui ne 
diffèrent que par la température du soluté administré en perfusion au cours de l’anesthésie. 
 
III.4.1 Prévalence de l'hypothermie péri-opératoire 
La première donnée remarquable dans cette étude est la forte prévalence de l'hypothermie 
chez le chat anesthésié : l'hypothermie a été observé chez les 34 chattes constituant l'étude, 
équivalent à une prévalence de 100%. Durant la première demi-heure, la température 
œsophagienne baisse d’environ 1°C / 15 minutes puis ralentit à environ 0,5°C / 15 minutes. 
Ces observations cinétiques sont en accord avec les résultats publiés chez l’homme par 
Sessler et al.(cf figure 2).
47
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III.4.2 Température rectale versus température oesophagienne 
La deuxième constatation issue de cette étude est la similitude des résultats des températures 
œsophagiennes et rectales. La température rectale parait cependant supérieure de quelques 
dixièmes de degrés Celsius à la température œsophagienne, pouvant s'expliquer par la 
redistribution de chaleur du centre (mesurée par le thermomètre œsophagien) vers la 
périphérie du corps (mesurée par le thermomètre rectal).
59
 Ces résultats en accord avec les 
résultats de l'étude d'Arnaud Barry
3, contredisent une idée souvent reçue qu’en situation 
anesthésique, la température rectale serait inférieure à la température centrale.  
 
III.4.3 Pertinence d'un réchauffeur de perfusion 
La superposition stricte des courbes de températures entre les deux groupes témoigne de 
l’absence de pertinence d’un réchauffeur de perfusion pour la prévention de l'hypothermie 
per-anesthésique chez le chat. Cette observation peut être au moins en partie expliquée par le 
rappel de quelques principes de  thermodynamique. Le soluté perfusé à l'animal et réchauffé 
est en réalité à une température de 32°C et non de 43°C comme indiqué sur la machine. 
Comme évoqué précédemment, cette perte de chaleur est en partie liée à la présence du 
robinet trois voies. Il est possible qu’un fluide sortant à 39°C, c'est-à-dire à une température 
voisine de la température centrale de l'animal puisse avoir une pertinence clinique plus grande 
pour prévenir l’hypothermie. Avec le dispositif testé, il est possible d’obtenir de telles 
températures en connectant directement la ligne de perfusion gainée au cathéter ou en 
augmentant le débit de perfusion. Cependant, dans le contexte clinique, l'absence de robinet 
ou la majoration du débit de perfusion à plus de 10 mL/kg/h chez un chat anesthésié ne sont 
pas recommandées.
14
 De plus, la perfusion d'un soluté à 20°C à un débit de 10 mL/kg/h 
génère une perte calorique d’environ 0,18 kcal/h, correspondant à une perte de 0,2°C/h. Ainsi, 
en annulant cette déperdition en réchauffant le soluté, il est possible d’espérer une 
augmentation/maintien thermique d’environ 0,2°C par heure par rapport à une perfusion à 
température ambiante. Cette influence apparait cliniquement insignifiante par rapport aux 
pertes de chaleur par radiation et convection.
14
  
Il est alors possible de se demander si ces résultats ne seraient pas différents chez des chiens 
où les volumes perfusés per-anesthésiques s’avèrent plus importants. Chez un chien de 
21,7 kg, 1L de soluté perfusé à 38°C préviendrait la perte de 1°C par rapport à un chien sans 
perfusion chauffée.
14
 Cependant, à 10 mL/kg/h, il faut plus de 4h pour administrer un tel 
volume de fluide à un chien. Par ailleurs, les pertes caloriques par administration 
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intraveineuse de fluide constituent une part minime des pertes caloriques totales, 
majoritairement dues au phénomène de radiation. Ainsi, en réduisant de manière conséquente 
les pertes par radiation en utilisant des dispositifs de réchauffement actifs ou en augmentant la 
température de la pièce, les pertes de chaleur dues aux solutés perfusés représenteraient alors 
une part plus importante des pertes caloriques per-anesthésiques. L'utilisation d'un réchauffeur 
de perfusion pourrait dans ce cas présenter un effet significatif.
12,28,51
 
 
III.4.4 Influence de l’hypothermie sur les fonctions vitales 
Il est bien établi que l’hypothermie peut directement ou indirectement influencer l’évolution 
per-anesthésique des fonctions vitales. Dans cette étude, l’absence de différence significative 
de la température corporelle explique en grande partie que nous ne mettions pas en évidence 
de différence significative sur les paramètres vitaux (FC, FR) et temps d’extubation des chats 
anesthésiés. 
 
III.4.5 Influence de l'hypothermie sur les temps de saignement 
Les temps de saignement mesurés apparaissent similaires dans les deux groupes. 
L’inefficacité clinique d’un réchauffeur de perfusion pour la prévention de l’hypothermie 
explique en partie ce résultat. En fusionnant les valeurs des deux groupes, le temps de 
saignement moyen constaté est de 75 ± 22 secondes à T0. Cette valeur apparait légèrement 
supérieure à celle constatée par Alatzas et al. mais reste dans l'intervalle de référence décrit 
dans cette étude (34 à 105s avec une moyenne de 59s).
1
 Cependant, même si les valeurs 
observées peuvent être considérées comme celles de chats normothermes, la reproductibilité 
d’une telle mesure doit être prise en compte. En effet, d'après la précédente étude (comme 
nous avons aussi pu le constater), le temps de saignement peut différer de 87s chez un même 
chat, mesure réalisée par la même personne. Il est en fait bien établi que le temps de 
saignement dépend notamment de la densité du réseau capillaire où a lieu l'incision, du degré 
de vasoconstriction, de l'orientation de l'incision et de la profondeur de la sédation et/ou 
anesthésie.
1
 La reproductibilité d’une telle mesure reste assez largement aléatoire. Néanmoins, 
notre étude montre pour la première fois en médecine vétérinaire féline que le temps de 
saignement s’allonge de façon significative au cours du temps anesthésique. Diverses 
explications comme l’hypotension ou l’hypothermie peuvent légitimer ce constat. Dans notre 
étude, en accord avec divers auteurs le facteur que nous pouvons retenir concerne plus 
volontiers l’hypothermie.40  
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Conclusion - Perspectives 
L'intérêt de l'utilisation d'un réchauffeur de perfusion dans la prévention de l'hypothermie 
péri-opératoire chez les carnivores domestiques est clairement remise en question par cette 
étude. La similitude des cinétiques de baisse de la température centrale entre les animaux 
perfusés avec un soluté à température ambiant et ceux perfusés avec un soluté réchauffé 
démontre l'inefficacité de ce type de dispositif. Réalisée chez des chats, cette étude suggère 
néanmoins, qu’il puisse être intéressant de réaliser dans l’avenir une étude comparable chez 
des animaux pouvant recevoir des volumes plus importants de fluide, comme des chiens de 
grande taille.
57,60
 Une autre perspective réside sans doute dans l’évaluation de la pertinence 
d’un réchauffeur de perfusion utilisé conjointement avec d’autres moyens de prévention des 
pertes caloriques.
12,28
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Annexe 1 
 
Réchauffeur commandé 
par microprocesseur 
Câble de 
raccordement 
vers le profilé 
chauffant 
Raccordement au patient 
Afficheur numérique 
des températures 
réelles et de consigne 
Profilé chauffant 
électrique réglé par 
deux sondes, existe en 
plusieurs diamètres 
Bride profilée pour le maintien 
de la ligne de perfusion dans le 
profilé chauffant 
Plage de température 
sélectionnable pour le profilé 
chauffant de 33°C à 43°C 
Ligne de perfusion 
standard 
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Annexe 2 
 
 
 
âge 
(mois) 
poids 
(kg) 
opération 
utilisation 
kétamine 
dose 
propofol 
(mg/kg) 
temps 
anesthésie 
(s) 
perfusion 
totale 
(mL) 
température 
moyenne 
pièce (°C) 
lot T 
animal 1 24 3,8 OV  Non 6 134 39,3 24,2 
animal 2 10 2,7 OV  Oui 6 99 20,9 25,7 
animal 3 26 3,2 OVH  Oui 7 114 28 22,6 
animal 4 12 3,5 OVH Non 7,1 118 32,1 22,2 
animal 5 22 3,8 OVH  Non 6,1 85 24,1 22,5 
animal 6 33 3,7 OVH  Non 6,8 100 27,1 22,1 
animal 7 7 2,8 OV  Non 7,9 66 13,8 22,5 
animal 8 13 4,2 OV  Oui 4 80 25,6 21,7 
animal 9 13 3 OV  Non 5 107 24,5 21,5 
animal 10 18 2,8 OV  Non 6,1 146 31,7 21,5 
animal 11 4 2,1 OV  Non 8,6 139 22,4 21,8 
animal 12 6 2 OV  Non 5 138 21,5 23,2 
animal 13 7 2,9 OV  Non 8,6 107 23,4 22,2 
animal 14 4 2,2 OV  Oui 4,5 113 19,1 22,4 
animal 15 17 3,5 OV  Non 6,3 95 25,1 22,6 
animal 16 6 2,5 OV  Non 7,6 119 22,5 21,9 
animal 17 9 2,9 OV  Non 6 100 22 20,7 
lot R 
animal 1 8 2,87 OV  Non 8,7 120 25,6 24,1 
animal 2 10 3,7 OV  Oui 2,7 93 25,9 23,4 
animal 3 15 2,85 OV  Non 3,5 148 32,1 18,5 
animal 4 11 4,7 OV  Non 5,1 140 48,6 20 
animal 5 36 2,8 OV  Oui 3,6 124 26,4 19,5 
animal 6 8 2,8 OV  Non 5,4 113 23,3 22,8 
animal 7 10 3,4 OV  Non 8,8 101 24,4 23,2 
animal 8 46 3,9 OVH  Oui 8 137 41 22,4 
animal 9 13 1,97 OV  Non 5,1 103 15,6 22,6 
animal 10 16 2,8 OVH  Non 8 124 27,8 22,6 
animal 11 11 2 OVH  Non 7,5 100 15,7 22,3 
animal 12 9 2,6 OV  Non 7,7 70 13,7 21,4 
animal 13 6 2,3 OV  Non 6,5 74 12,7 22,4 
animal 14 24 2,7 OV  Non 9,6 66 13,5 21,7 
animal 15 9 3,3 OV  Non 4,2 101 26,1 23 
animal 16 9 2,3 OVH  Non 8,3 105 18 22,6 
animal 17 11 2,9 OV  Non 5,2 98 21,5 21,7 
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Température oesophagienne (°C)   PAM (mmHg)   Temps saignement (s) 
  T0 T15 T30 T45 T60 Tfin DT   T0 T30 T60 Tfin   T0 T30 T60 Tfin 
lot T 
animal 1 39,2 38,2 37,5 36,9 36,5 35,1 4,1   60 100 72 79   90 75 75 75 
animal 2 39 38,3 37,5 36,8 36,6 35,8 3,2   52 48 71 85   60 60 75 75 
animal 3 38 36,5 35,3 34,3 34,1 33 5   72 108 72 69   45 105 105 75 
animal 4 38,9 37,8 36,5 35,4 34,9 33,3 5,6   68 99 77 58   60 170 140 120 
animal 5 38,2 36,6 35,3 35,2 35 35 3,2   58 123 55 55   130 120 70 70 
animal 6 38 37,2 35,6 35,4 35,1 34,3 3,7   69 98 69 67   90 60 60 120 
animal 7 38,9 38,1 36,8 36,2 35,8 35,8 3,1   61 81 64 64   80 70 70 70 
animal 8 37,8 37,2 36,2 35,9 35,6 35,3 2,5   45 79 56 56   60 60 60 60 
animal 9 37,9 37,1 35,6 35,7 35,2 34,7 3,2   58 53 74 103   50 75 45 70 
animal 10 37,7 37 35,8 34,7 34,4 33,4 4,3   52 58 82 92   90 75 75 80 
animal 11 37 35,8 34,6 33,5 32,8 31,2 5,8   57 47 72 53   30 50 60 75 
animal 12 37,7 36,4 35,2 34 33,4 32,4 5,3   78 56 94 64   100 105 110 60 
animal 13 39,1 37,9 36,9 36,2 35,5 34,4 4,7   61 62 66 71   100 100 75 90 
animal 14 38,5 37,6 36,5 35,8 35,3 34,1 4,4   49 58 118 73   45 105 130 105 
animal 15 38,5 37,5 36,5 35,8 35,6 34,7 3,8   48 52 75 88   90 90 120 100 
animal 16 38,9 38,2 36,8 35 35,4 34,4 4,5   53 55 69 97   40 60 60 70 
animal 17 38,5 37,6 35,9 34,6 33,5 32,7 5,8   75 128 62 61   90 60 75 90 
lot R 
animal 1 39,3 38,8 37,2 36 36,4 35,4 3,9   67 66 86 102   90 90 90 105 
animal 2 38,8 37,3 36,3 35,8 35,2 34,5 4,3   114 95 62 86   75 180 150 150 
animal 3 38 36,4 35,2 34,4 33,7 30,9 7,1   57 52 90 100   105 105 60 120 
animal 4 38,3 37,8 37 36,4 36 34,7 3,6   65 59 95 91   90 120 90 90 
animal 5 37,8 36,6 35,1 35,4 33,6 31,6 6,2   77 78 133 139   60 75 75 90 
animal 6 38,4 37,6 36,9 36,2 35,8 35,2 3,2   94 61 124 103   90 75 75 75 
animal 7 38,9 37,3 36,3 35,8 35,1 34,7 4,2   55 70 116 62   60 75 90 75 
animal 8 37,7 36,6 35,5 34,8 34,3 32,6 5,1   52 52 84 104   60 60 60 75 
animal 9 38 36,6 35,1 34 33,3 32,3 5,7   62 54 82 98   60 150 90 105 
animal 10 38 36,7 35,8 35,3 34,7 33,5 4,5   73 63 61 61   75 75 60 75 
animal 11 38,1 35,4 35 34,1 33,1 31,2 6,9   59 59 68 110   70 60 60 90 
animal 12 38,6 37,1 35,8 35,1 34,4 34,4 4,2   81 81 76 76   60 60 70 70 
animal 13 38,3 36,8 35,8 35,4 34,9 34,9 3,4   66 86 73 73   90 80 80 80 
animal 14 38,3 37,2 35,7 35,1 34,7 34,7 3,6   79 69 69 69   80 100 90 90 
animal 15 39,2 38,3 37,2 36,6 36,1 35,2 4   60 56 108 103   70 80 90 80 
animal 16 38,5 37,6 36,1 35,4 34,7 33,6 4,9   59 62 56 57   75 90 90 80 
animal 17 38,9 37,6 36,7 36 35,6 34,9 4   47 69 65 96   105 90 90 60 
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Hypothermie péri-opératoire chez le chat : évaluation clinique d'une approche préventive 
L'hypothermie péri-opératoire est un phénomène courant et quasi systématique en médecine vétérinaire. Elle 
peut avoir des conséquences morbides sur différentes fonctions de l'organisme. C'est pourquoi sa prévention 
revêt un enjeu majeur. 
Le réchauffeur de perfusion est un dispositif de prévention peu connu et donc très peu utilisé par les praticiens 
vétérinaires. Des études récentes ont montré l'intérêt de ce type de matériel chez l'homme. De telles données 
n'existent pas en médecine vétérinaire. 
L'étude décrite dans ce manuscrit montre que chez le chat, l'utilisation d'un réchauffeur de perfusion ne prévient 
pas l'hypothermie péri-opératoire. Il serait alors intéressant de reconduire ce travail chez des animaux de plus 
grande taille et de d'associer le réchauffeur avec d'autres méthodes de prévention. 
Mots-clés : hypothermie péri-opératoire, anesthésie, chat, prévention, réchauffeur de perfusion 
Perioperative hypothermia in cats : clinical trial of a new way of prevention 
Perioperative hypothermia is a common phenomenon in veterinary medicine. Because it has adverse effects on 
some vital functions, the complications may be serious. Therefore, its prevention is a major issue. 
The lack of knowledge about infusion warmers can explain why veterinarian surgeons rarely use these devices. 
Recent studies have shown that it is efficient to prevent hypothermia in humans. Such research doesn't exist in 
veterinary papers. 
Our work shows that the single use of an infusion warmer doesn't prevent peri-operative hypothermia in cats. It 
would be interesting to plan further studies with larger animals and with other preventive methods in 
combination with a infusion warmer. 
Key-words : perioperative hypothermia, anesthesia, cat, prevention, infusion warmer 
